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1.1. Homeostasis del metabolismo lipídico. 
La homeostasis lipídica del organismo está regulada principalmente por el tejido 
adiposo, ya que es este tejido el encargado de almacenar el exceso de energía en 
forma de triglicéridos y gestionarlo en periodos de deficiencia nutricional. Así pues, 
alteraciones en el control del balance energético en el tejido adiposo, como aquellas 
que tienen lugar en condiciones de obesidad, pueden conllevar la acumulación de 
ácidos grasos en otros tejidos también involucrados en el metabolismo lipídico pero 
que no están especializados en el almacenamiento de ácidos grasos, como hígado y 
músculo, y con ello, el aumento de la probabilidad de desarrollar enfermedades 
cardiovasculares, diabetes mellitus de tipo II, etc (Nogueiras et al., 2010). Por lo tanto, 
es necesaria la existencia de un sistema de regulación dinámico que asegure una masa 
de tejido adiposo adecuada para mantener la homeostasis lipídica, y para ello, varios 
órganos y tejidos participan de forma coordinada en el mantenimiento de dicha 
homeostasis: hipotálamo, hipófisis, páncreas, hígado, músculo y tejido adiposo. En la 
Figura 1 se resume la regulación de la homeostasis energética corporal bajo la acción 
integrada de estos órganos y tejidos. 
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Fig 1. Regulación de la homeostasis lipídica. El incremento de la ingesta calórica asociado a 






insulina estimulan la liberación de los péptidos anorexigénicos POMC y CART en el núcleo 
arcuato del hipotálamo, que junto con las hormonas liberadas en el tracto digestivo  (CCK, GLP, 
PYY, OXM, and PP), disminuyen la ingesta e incrementa el uso energético. Al mismo tiempo, el 
SNA induce lipólisis incrementando la liberación de ácidos grasos utilizados para la obtención 
de energía. Por otro lado, el ayuno estimula la liberación de péptidos orexigénicos en el 
hipotálamo, que estimulan el apetito, junto con la hormona gástrica ghrelina y los péptidos 
orexin A, orexin B y MCH. Estas acciones son integradas por el sistema nervioso autónomo 
(SNP y SNS) para favorecer un uso energértico adecuado periférico que permita mantener la 
homeostasis lipídica (modificado de Redinger 2009) 
 
1.1.1. Hipotálamo y homeostasis lipídica.  
Numerosos estudios han demostrado que el sistema nervioso central controla el 
balance energético regulando tanto la ingesta como el gasto energético en respuesta a 
hormonas, nutrientes y la señalización de neuronas (Nogueiras et al., 2010). Por 
ejemplo, el sistema nervioso parasimpático facilita el almacenamiento de grasa y 
disminuye el uso de energía corporal (Kreier et al., 2002). Por su parte, el sistema 
nervioso simpático estimula los procesos de lipólisis e incrementa la liberación de 
ácidos grasos (Lafontan y Berlan, 1993; Schwartz et al., 2000). Sin embargo, el 
hipotálamo, concretamente el núcleo arcuato, es el área más relevante donde se 
integra la información nutricional originada en los órganos periféricos, actuando como 
principal regulador de la homeostasis lipídica. En el núcleo arcuato del hipotálamo 
existen dos poblaciones de neuronas, una que expresa los péptidos orexigénicos NPY y 
AGRP y otra población que expresa los péptidos anorexigénicos POMC y CART. Ambos 
tipos de neuronas son las responsables de la integración de la información sobre el 
estado nutricional del organismo, siendo directa y diferencialmente sensibles a otras 
hormonas circulantes como leptina, insulina, ghrelina y PYY, así como otros nutrientes 
como glucosa, ácidos grasos y aminoácidos (Lenard y Berthoud, 2008).  
En humanos, durante el período de ayuno de 6 o más horas que ocurre en el 
estado postprandial se estimula el núcleo arcuato hipotalámico que libera el 
neuropéptido Y (NPY) y el péptido “related agouti” (AGRP) y se produce el aumento 
del apetito. Al mismo tiempo, el núcleo lateral del hipotálamo también libera los 
neuropéptidos orexina A y B, que incrementan el comportamiento de búsqueda de 
alimento y la ingesta. Por otro lado, tras la ingesta de nutrientes se secreta la hormona 






disminución de la ingesta, lo que también se puede llevar a cabo mediante el aumento 
de los niveles plasmáticos de los neuropéptidos POMC y CART (Redinger, 2009). Esta 
acción anorexigénica se sustenta gracias a la insulina y la adiponectina, que 
incrementan la captación de glucosa y su uso. 
En cuanto al control de la ingesta, también son muy importantes las hormonas 
liberadas por el tracto digestivo como la ghrelina, que es liberada a la circulación 
sistémica durante el ayuno y provoca aumento del apetito y de la ingesta mediante la 
estimulación de la liberación de los neuropéptidos hipotálamicos NPY y AGRP. 
Posteriormente, los nutrientes estimulan la liberación de hormonas intestinales CCK, 
GLP, PYY, OXM y PP en la circulación, que actúan a nivel hipotalámico sobre la 
liberación de los péptidos anorexigénicos POMC y CART (Redinger, 2009).  
 
1.1.2. Páncreas y homeostasis lipídica.  
 El páncreas endocrino está formado por islotes de células con función 
endocrina dispersas dentro del páncreas exocrino. La mayoría de los islotes contienen 
tres tipos de células: células A que secretan glucagón, células B que secretan insulina y 
amilina y células D que secretan somatostatina. Otros islotes distintos contienen 
células F que secretan el polipéptido pancreático (PP). Cada una de estas hormonas 
tiene una función particular, pero de manera general, se podría decir que todas ellas 
participan en el mantenimiento de la homeostasis de glucosa. La insulina tiene como 
función principal la eliminación de glucosa de la sangre mediante la estimulación de su 
captación por el tejido adiposo y el músculo así como la supresión de la liberación de 
glucosa desde el hígado (Fig. 2). En cambio, el glucagón induce la producción y 
secreción de glucosa en este órgano (Fig. 2). La amilina, co-secretada junto a la 
insulina, produce una disminución de la ingesta e inhibe la secreción de glucagón. Por 
otra parte, la hormona PP actúa de forma muy diversa modulando la motilidad 
gástrica, la secreción exocrina del páncreas y la comida, efectos relacionados con la 
modulación del sistema colinérgico. Finalmente, la somatostatina parece tener una 









Figura 2. Principales acciones de las hormonas insulina y glucagón. Ambas hormonas actúan de 
manera coordinada para mantener el equilibrio de la homeostasis energética. 
 
- Insulina 
La acción mejor conocida de la insulina es la de incrementar la captación de 
glucosa en la mayoría de tejidos periféricos, disminuyendo de esta manera la 
concentración de glucosa en sangre. Esta hormona se pensaba que actuaba de manera 
exclusiva en tejidos periféricos, siendo incapaz de atravesar la barrea 
hematoencefálica, puesto que las neuronas no necesitan la estimulación de insulina 
para captar y oxidar glucosa para la obtención de energía (Seaquist, 2001). Sin 
embargo, diferentes estudios han demostrado que esta hormona atraviesa dicha 
barrera, actuando sobre receptores específicos de neuronas para regular la ingesta y el 
peso corporal (Plum, 2005; Porte, 2002). De hecho, los receptores de insulina se 
expresan en muchas partes del cerebro, siendo particularmente abundantes en el 
núcleo arcuato del hipotálamo (Plum, 2005), lo que contribuye a la sensación de 
saciedad durante las comidas. La concentración de insulina en condiciones basales es 
baja, pero aumenta durante la ingesta (estado prandial) o tras la administración de 
glucosa (condición estimulada). Los niveles de insulina en dichos estados son 
proporcionales a la cantidad de tejido adiposo existente, de manera que los individuos 
delgados presentan una cantidad menor de insulina en plasma que los obesos 
(Bagdade, 1967 .; Polonsky, 1988; Woods, 1974), por lo que los niveles plasmáticos de 






un individuo. Por otro lado, la insulina actúa como feedback negativo sobre el 
hipotálamo, regulando la cantidad de tejido adiposo corporal. Cuando un individuo 
pierde peso, la cantidad de insulina secretada es menor, por lo que hay una menor 
señalización de esta hormona en el hipotálamo y se incrementa la ingesta hasta que se 
recupera el peso corporal. Sin embargo, si un individuo gana peso, la señal de insulina 
aumenta, se reduce la ingesta y hay una pérdida de peso (Woods et al., 2006). De 
hecho, el sistema de señalización de insulina en el hipotálamo controla muchos 
aspectos de la homeostasis energética de tal manera que el bloqueo de la cascada de 
señalización de insulina puede provocar un incremento en la ingesta, lo que conlleva 
un aumento de la obesidad y la desregulación de la homeostasis de la glucosa (Woods 
et al., 2006).  
 
- Amilina  
Se piensa que esta hormona actúa como una señal de saciedad, actuando sobre 
el área postrema del cerebro. En concreto, durante la comida se produce un aumento 
rápido de los niveles de amilina en sangre directamente proporcional a la cantidad de 
comida ingerida (Butler y Chang, 1990; Moore, 1991; Young, 1998). De hecho, el 
bloqueo de sus receptores en el sistema nervioso central produce un incremento en la 
ingesta, en el peso corporal y en la adiposidad (Rushing y D’Alessio, 2001). La acción 
anorexigénica de esta hormona parece que se lleva a cabo incrementando o facilitado 
la señal de otros péptidos como CCK, con el que actúa de forma sinérgica como señales 
de saciedad (Bhavsar, 1998; Woods et al., 2006). 
 
- Glucagón 
El glucagón es una hormona cuya principal función es estimular la producción 
de glucosa a través de glicogenolisis o gluconeogénesis en el hígado, favoreciendo así 
el mantenimiento de los niveles normales de glucosa en plasma.  
El gen del proglucagón se expresa en el páncreas así como en el intestino y 
sistema nervioso central. El control de la expresión de proglucagón y de su 






existencia de varios péptidos derivados, como glicentina, oxintomodulina, GLP-1 y GLP-
2 (cerebro e intestino) y el glucagón (proglucagón 33-61, sintetizado en páncreas) 
(Woods et al., 2006).  
La ingesta aumenta la producción de glucagón dependiente de la activación del 
hipotálamo, del complejo vago dorsal o de las ramas gástrica o hepática del nervio 
vago. A su vez, la producción de glucagón induce la inhibición de la toma de alimentos 
a nivel de sistema nervioso central, lo que parece estar asociado a su efecto 
glicogenolítico e hiperglucémico (Woods et al., 2006).  
Por otra parte, el glucagón también induce la liberación de ácidos grasos en el 
tejido adiposo al incrementar la actividad lipolítica celular como consecuencia de un 
aumento de los niveles de AMPc intracelulares, lo que parece depender del sistema 
nervioso central ya que ratas sometidas a una denervación del tejido adiposo 
presentan unos niveles de ácidos grasos libres disminuidos bajo el tratamiento con 
glucagón (Hagen, 1961; Heppner et al., 2010) 
 
1.1.3. Hígado y homeostasis lipídica.  
El hígado tiene una función principal en la regulación del metabolismo de la 
glucosa, lípidos y de energía. La glucosa penetra en el hígado a través del 
transportador GLUT2, siendo almacenada en dicho tejido en forma de glucógeno. Sin 
embargo, cuando hay un exceso de glucosa, ésta entra en la ruta de glucólisis 
originando los precursores para la lipogénesis de novo y aumentando la concentración 
de lípidos. Éstos pueden ser almacenados en forma de triglicéridos en el hígado o 
exportados en forma de VLDL. Así, la ingestión de un exceso de energía induce la 
acumulación de ácidos grasos en el hígado, siendo este un fenómeno bastante común 
en individuos obesos, con resistencia a insulina, con síndrome metabólico, con 
esteatohepatitis alcohólica y/o con enfermedades que provocan hígado graso no 
alcohólico (Chen et al., 2007).  
La insulina regula la concentración de glucosa plasmática inhibiendo la 
secreción de esta en el hígado y estimulando la síntesis de glucógeno, que se acumula 






producir glucosa: glucogenolisis y gluconeogénesis. La glucogenolisis produce glucosa 
durante ayunos cortos y es inhibida por la insulina 1-2 h después de la ingesta 
(Gastaldelli et al., 2001). Durante periodos de ayuno prolongados, el glucógeno 
almacenado en el hígado se agota, por lo que se incrementa la actividad 
gluconeogénica y aumenta la síntesis de novo de glucosa a partir de diferentes 
precursores como piruvato, lactato, glicerol y aminoácidos. Los procesos de 
gluconeogénesis también aumentan cuando los niveles de insulina plasmática son 
bajos (diabetes de tipo I) o cuando el hígado es resistente a insulina (obesidad y 
diabetes mellitus de tipo II) (Weickert y Pfeiffer, 2006). 
El aumento de glucosa a partir de glucogenolisis y gluconeogénesis engloba 
cambios en la actividad de diferentes enzimas que participan en dichos procesos, como 
la PEPCK y la fosfatasa 6-glucosa, enzimas que son inhibidas por la acción de la 
insulina. Por otra parte, se ha descrito que otras hormonas, como glucagón y 
glucorticoides, también pueden actuar sobre dichas enzimas. Además, niveles elevados 
de glucosa también inhiben la gluconeogénesis al suprimir el gen PEPCK (Nordlie et al., 
1999). Además, la producción de glucosa en hígado también está regulada por el 
sistema nervioso central (Weickert y Pfeiffer, 2006). 
 
1.1.4. Músculo y homeostasis lipídica.  
El músculo es el responsable de la captación del 70-80% de la glucosa 
plasmática, acumulándola en su interior en forma de glucógeno que será utilizado para 
la obtención de energía.  
En 1963, Randle publicó el ciclo de glucosa-ácido graso en músculo (Fig.3), 
según el cual un incremento en la disponibilidad de ácidos grasos plasmáticos provoca 
un descenso de la utilización de glucosa en el músculo y una acumulación de ácidos 
grasos en forma de triglicéridos. La disponibilidad y oxidación de ácidos grasos permite 
un incremento en el ratio acetil-CoA:CoA en mitocondrias, lo que inhibe la actividad de 
la enzima piruvato deshidrogenasa disminuyendo así la oxidación de glucosa en 








Figura 3. Ciclo de Randle. El exceso de acidos grasos inhibe la utilización de glucosa en 
hígado, al aumentar la concentración de acetil-CoA que inhibe la enzima piruvato 
deshidrogenasa. 
 
El aumento de ácidos grasos plasmáticos también altera la cascada de 
señalización de insulina, inhibiendo la actividad de la enzima PI3K, la fosforilación de 
IRS-1 y la translocación de GLUT4 a la membrana. El conjunto de todo ello produce 
resistencia a insulina en músculo (Koh et al., 2005). En definitiva, se pone de 
manifiesto que los desórdenes en el metabolismo de ácidos grasos en el músculo son 
críticos en la patofisiología de la resistencia a insulina (Yu y Ginsberg, 2005). 
 
1.1.5. Tejido adiposo y homeostasis lipídica.  
En un principio se pensaba que el tejido adiposo regulaba la homeostasis 
lipídica sólo a través de los ácidos grasos circulantes, los cuales tienen efecto sobre el 
metabolismo de la glucosa en el hígado. Sin embargo, se ha demostrado que los ácidos 
grasos también afectan al metabolismo lipídico en otros tejidos, como músculo y 
páncreas, donde la acumulación de ácidos grasos o triglicéridos produce lipotoxicidad. 






de moléculas, las llamadas adipoquinas, que tienen efectos diversos sobre el 
metabolismo de lípidos y glucosa y sobre la sensibilidad a insulina (Yu y Ginsberg, 
2005) 
 
1.2. El tejido adiposo. 
Durante mucho tiempo, el tejido adiposo ha sido considerado como un tejido 
metabólicamente inactivo. Sin embargo, en la actualidad se sabe que el tejido adiposo 
controla el metabolismo lipídico a través de señales endocrinas, paracrinas y 
autocrinas, que le permiten regular el metabolismo tanto en adipocitos como en otros 
tipos celulares del sistema nervioso central, hígado, músculo y páncreas (Kim y 
Moustaid-Moussa, 2000). Los adipocitos del tejido adiposo son los encargados de 
almacenar la energía en forma de triglicéridos en orgánulos intracelulares 
especializados, las gotas lipídicas. Cuando se necesita energía, los triglicéridos son 
rápidamente hidrolizados y los ácidos grasos resultantes salen del adipocito y son 
transportados hasta otros tejidos donde son utilizados (Guilherme et al., 2008). 
Por otra parte, tras el descubrimiento de la leptina en 1990 (Zhang et al., 1994) 
se empezó a considerar el tejido adiposo como un verdadero órgano endocrino. Así, 
hoy en día se conoce que dicho tejido secreta, además de leptina, una gran variedad 
de hormonas y citoquinas con actividad biológica, genéricamente conocidas como 
adipoquinas (Kershaw y Flier, 2004). Estas moléculas actúan regulando el metabolismo 
energético en otros tejidos como hígado y músculo, y además presentan funciones 
específicas en procesos como inmunidad, inflamación y reproducción (Guilherme et 









Fig 4. Funciones del tejido adiposo. El tejido adiposo secreta una gran variedad de moléculas 
bioactivas que le permite participar en el control de numerosos procesos en el individuo 
(Modificado de Frühbeck y Gómez-Ambrosi, 2005). 
 
1.2.1. Componentes celulares del tejido adiposo. 
El tejido adiposo es muy heterogéneo tanto a nivel de composición celular 
como en cuanto a su localización anatómica. Así, éste está compuesto por adipocitos 
maduros inmersos en una matriz de colágeno donde también residen células madre 
mesenquimales, preadipocitos, terminales nerviosos, células sanguíneas y tejido 
vascular, que en conjunto se denomina fracción de estroma vascular (SVF) (Frayn et al., 
2003). Ambos componentes, adipocitos maduros y SVF, son esenciales para el 
mantenimiento de la función del tejido adiposo y, en consecuencia, ambos participan 
en la alteración del metabolismo glucídico y lipídico y en la producción y liberación de 
adipoquinas. 
Los adipocitos son las células más abundantes dentro del tejido adiposo, 
constituyendo el 25% del número total de células. Son células esféricas y de tamaño 
muy variable que oscila entre 20 y 200 µm de diámetro. Estas células acumulan 






esterificados y colesterol, los cuales son almacenados en el interior de orgánulos 
altamente especializados, las gotas lipídicas.  
Por otro lado, entre las células sanguíneas presentes en tejido adiposo abundan 
los monocitos y macrófagos. En individuos delgados, los macrófagos de tejido adiposo 
se caracterizan por presentar una elevada expresión de genes anti-inflamatorios y una 
elevada capacidad de reparación tisular y angiogénesis (Kershaw y Flier, 2004). Sin 
embargo, en obesidad el número de macrófagos en tejido adiposo aumenta debido a 
una mayor infiltración de este tipo celular desde los vasos sanguíneos (Xu et al., 2003), 
lo que está asociado con un aumento de la secreción de factores inflamatorios 
(Riordan et al., 2009), como TNF-α, IL-6, amiloide sérico A (SAA), proteína 
quimioatrayente de monocitos-1 (MCP-1) o el inhibidor del activador del 
plasminógeno-1 (PAI-1), entre otros (Shoelson et al., 2007). El aumento en la 
producción de estas moléculas desencadena efectos locales a nivel del endotelio que 
aumentan la producción de moléculas de adhesión (VCAM e ICAM) y modifican la 
permeabilidad vascular, dando lugar a un aumento en la infiltración de monocitos y la 
acumulación de macrófagos en el tejido. A su vez, dichos macrófagos producen más 
factores quimiotácticos atrayentes de otros macrófagos, lo que ayuda al 
mantenimiento del estado inflamatorio de bajo grado asociado con la obesidad que, 
en último término, provoca un deterioro progresivo de la señalización de la insulina 
(Shoelson et al., 2007; Surmi, 2008). Además de los macrófagos, recientemente se ha 
propuesto que, en condiciones de obesidad, los linfocitos T pueden ser clave en el 
inicio del proceso inflamatorio, actuando como promotores del reclutamiento y la 
activación de macrófagos al tejido adiposo (Nishimura et al., 2009). No se conocen con 
certeza los mecanismos responsables de este enriquecimiento de macrófagos, pero se 
ha sugerido que puede ser causa de una desregulación en la producción de 
adipoquinas y el incremento del tamaño de los adipocitos (Kershaw y Flier, 2004). De 
hecho, la obesidad reduce la secreción de adiponectina y aumenta la secreción de 
leptina, que presentan un efecto anti- y pro-inflamatorio, respectivamente, sobre los 
macrófagos. Además, se ha observado que el aumento de la liberación de ácidos 
grasos por parte del tejido adiposo, así como la acumulación de lípidos activos 






inflamatorias en estos últimos (Boden et al., 2005; Yu et al., 2002) . En la figura 5 se 




Fig 5. Tejido adiposo en estado normal y en obesidad. En obesidad se induce un estado 
inflamatorio en tejido adiposo debido a una mayor cantidad de macrófagos en dicho tejido, lo 
que provoca el deterioro de la señalización de insulina así como la alteración de las hormonas 
y citoquinas liberadas por tejido adiposo. 
 
Adicionalmente, entre los componentes de la fracción de estroma vascular se 
encuentran las células madre mesenquimales y preadipocitos, que darán lugar a la 
renovación de las células maduras del tejido (MacDougald y Mandrup, 2002; 
Rodeheffer et al., 2008), un proceso que, según se ha demostrado en un estudio 
reciente (Spalding et al., 2008), se mantiene en el adulto, tanto en individuos delgados 
como obesos. Actualmente, se han identificado numerosos factores que intervienen 
en la diferenciación de los preadipocitos a adipocitos maduros (revisado en Lefterova y 
Lazar, 2009; White y Stephens, 2010). Por ejemplo, está bien establecido el papel 






(PPARγ) y de varios miembros de la familia CCAAT/enhancer-binding proteins (C/EBPs) 
en la regulación de la adipogénesis, así como la participación en este proceso de, entre 
otros, los factores de tipo Krüppel (KLF), la ruta de señalización de las proteínas 
Wingless (Wnt), AP-1 y SREBP-1c (revisado en Lefterova y Lazar, 2009; White y 
Stephens, 2010), que, en su conjunto, son los responsables de la regulación de la 
expresión de genes implicados en el metabolismo lipídico, secreción de adipoquinas y 




Fig 6. Adipogénesis. Las células madre mesenquimales se diferencian a adipocitos en un 
proceso que engloba diferentes pasos y en el que participan numerosos factores reguladores 
(Modificado de Frühbeck y Gómez-Ambrosi, 2005) 
 
No obstante, aún queda por conocer muchos de los factores y mecanismos que 
están implicados en la adipogénesis y, en especial, aquellos que subyacen en la 
disminución de la capacidad de diferenciación que presentan los precursores de los 






Harmelen et al., 2003) que podrían contribuir, al menos en parte, a la propuesta falta 
de expansibilidad del tejido adiposo que conduce a la resistencia a insulina(Virtue y 
Vidal-Puig, 2008; Virtue y Vidal-Puig, 2010). 
 
 El tejido adiposo se distribuye en distintos depósitos, diferenciándose dos tipos, 
el tejido adiposo visceral (VAT) y subcutáneo (SAT). El primero engloba el tejido 
adiposo omental, mesénterico, retroperitoneal así como el perigonadal (Wajchenberg, 
2000). El tejido subcutáneo se localiza debajo de la piel a lo largo de todo el cuerpo 
(Shi et al., 2009). La distribución de ambos tipos de depósitos es diferente en hombres 
y mujeres. Así, en hombres predomina una acumulación de tejido adiposo visceral, 
concretamente en la zona de la nuca, en la región lumbosacral y en la región 
abdominal, mientras que las mujeres presentan una mayor proporción de tejido 
subcutáneo, principalmente acumulado en nalgas,  en la parte anterior y lateral de 
muslos así como en la zona de las mamas (Shi, 2009; Frühbeck y Gómez-Ambrosi, 
2005).   
Por otra parte, como se mencionó anteriormente, el tejido adiposo muestra 
marcadas diferencias morfológicas y funcionales en relación a su distribución corporal. 
Así, el tejido adiposo visceral (VAT), además de una mayor actividad metabólica (i.e. 
transferencia y liberación de ácidos grasos), muestra una menor sensibilidad a insulina 
y a las drogas antidiabéticas tiazolidinedionas (TZD), pero una mayor sensibilidad a 
catecolaminas y glucocorticoides que el tejido adiposo subcutáneo (SAT) (revisado en 
Adams M, 1997; Wajchenberg, 2000; Wajchenberg et al., 2002). Además, los 
adipocitos viscerales presentan una mayor actividad lipolítica que los subcutáneos, 
tanto en individuos delgados como obesos, especialmente, en estos últimos (revisado 
en Wajchenberg, 2000). SAT y VAT también difieren en cuanto a la capacidad 
proliferativa y de diferenciación de sus preadipocitos (mayor en SAT) así como en la 
tasa de apoptosis (mayor en VAT) (Tchkonia et al., 2005). Varios estudios también han 
mostrado la existencia de diferencias en la inervación de SAT y VAT, tanto en relación a 
los nervios aferentes motores de cada depósito como a la inervación sensorial que 
transmite la información procedente de los mismos hacia el cerebro (Kreier et al., 






secreción de adipoquinas singulares, incluyendo una mayor producción de 
adiponectina en SAT (Fain et al., 2003) y de marcadores proinflamatorios (IL-6, TNF-α) 
en VAT (Fain et al., 2003; Vohl et al., 2004). En línea con estas últimas observaciones, 
se ha demostrado que SAT presenta un menor número de linfocitos que VAT (Duffaut 
et al., 2009; O'Rourke et al., 2009), así como una menor infiltración de macrófagos, 
siendo estas diferencias interdepósito aún mayores en obesidad (Harman-Boehm et 
al., 2007; O'Rourke et al., 2009). En este contexto, los estudios epidemiológicos 
realizados hasta el momento indican que la obesidad visceral está altamente asociada 
con un mayor riesgo metabólico (i.e. resistencia a insulina, diabetes mellitus de tipo II, 
dislipidemia, enfermedad cardiovascular) (Hamdy et al., 2006; Snijder et al., 2003; 
Wajchenberg et al., 2002), mientras que se ha sugerido que SAT puede desempeñar un 
papel protector (Snijder et al., 2003). Además, las diferencias descritas entre los dos 
depósitos y su distinta contribución a desórdenes metabólicos pueden estar 
relacionadas con la distinta influencia que sobre estos depósitos ejercen diferentes 
hormonas (insulina, catecolaminas, glucocorticoides, etc) (Bjorntorp, 1996) y/o su 
distinta localización anatómica. En este sentido, se ha demostrado que la alta actividad 
lipolítica de VAT conlleva una mayor liberación de ácidos grasos a la vena porta que 
actúan como substrato para el metabolismo de lipoproteínas y en la producción de 
glucosa en el hígado. Este incremento de ácidos grasos en el hígado provoca la 
acumulación de lípidos neutros en este órgano y reduce la degradación de 
apolipoproteína B y la respuesta a insulina, lo que puede contribuir al desarrollo de 
dislipidemias, hiperinsulinemia y resistencia a insulina, problemas asociados 
normalmente a la obesidad visceral (revisado en (Rodriguez et al., 2007)) 
 
1.2.2. Función endocrina del tejido adiposo. 
Como se ha mencionado con anterioridad, el tejido adiposo secreta una gran 
variedad de moléculas que poseen actividad biológica, conocidas en su conjunto como 
adipoquinas. Estas hormonas participan en una gran variedad de funciones fisiológicas 
como son: regulación de la homeostasis energética y vascular, regulación del 






inmunidad (Ronti et al., 2006) (Tabla 1). Debido a que estos factores participan en una 
gran variedad de procesos, se requiere un control estricto de su secreción, ya que la 
modificación de la concentración de adipoquinas en plasma causa importantes 
alteraciones en la homeostasis energética corporal. De hecho, dicha secreción se 
encuentra alterada profundamente en obesidad, diabetes mellitus de tipo II y 
síndrome metabólico (Maury y Brichard, 2010). Concretamente, la secreción de TNF-α 
y otras adipoquinas pro-inflamatorias se incrementa cuando aumenta la cantidad de 
tejido adiposo. Sin embargo, otras adipoquinas anti-inflamatorias, como adiponectina, 
están disminuidas (Maury y Brichard, 2010).  
 
Adipoquinas Principales efectos metabólicos 
  
Adiponectina Inhibe la adhesión de monocitos a las células endoteliales, 
 




Señal de saciedad, inhibe lipogénesis, estimula lipólisis, mejora la 
sensibilidad a insulina, actividad angiogénica 
  
IL-6 
Inhibe el apetito, inhibe la gluconeogénesis, incrementa la 
síntesis de novo de ácidos grasos y colesterol en hígado 
  
Adipsina 
Estimula el almacenamiento de triglicéridos en adipocitos 
incrementando la captación de glucosa y re-esterificación de 
 ácidos grasos. Inhibe lipólisis 
  
TNF-α 
Estimula la libreación de ácidos grasos de adipocitos, reduce la 
síntesis de adiponectina y afecta a la señalización de la insulina 
  
Resistina Efectos controvertidos en el metabolismo de la glucosa 
  
Angiotensinógeno Actúa a través del péptido vasoactivo angiotensina II 
 Correlaciona significativamente con la presión sanguínea 
  
Aromatasa 
Convierte androtenediona en estrona y provoca que se acumule 





Regenera cortisol activo de cortisona 
 
 
Tabla 1. Principales adipoquinas secretadas por el tejido adiposo así como sus principales 








La leptina es una hormona anorexigénica de 16 kDa, sintetizada de forma 
mayoritaria por el tejido adiposo (Lago F, 2009). Fue identificada al caracterizar el gen 
ob, cuya deleción es responsable de la obesidad en los ratones ob/ob, uno de los 
modelos animales mas utilizados en estudios de obesidad (Zhang et al., 1994). Los 
niveles circulantes de leptina son proporcionales a la cantidad de tejido graso 
existente, siendo liberada en función de los cambios en el balance energético 
resultantes del ayuno y refeeding (Ronti et al., 2006). Esta hormona actúa en la 
regulación central del control del apetito y del balance energético, reduciendo la 
ingesta de alimento e incrementado el gasto energetico (Ahima, 2000). Así, la leptina 
circula por plasma hasta el hipotálamo donde se une a receptores que estimulan la 
síntesis de péptidos anorexigénicos como POMC y CART, inhibiendo la síntesis de los 
péptidos orexigénicos NPY y AGRP (Ahima et al., 2000). En músculo, hígado y páncreas 
la leptina reduce la concentración intracelular de lípidos, mejorando así la sensibilidad 
a insulina. Además de su implicación en la homeostasis energética, también participa 
en la regulación de los ejes reproductores, del tiroides, de la hormona de crecimiento y 
de la glándula adrenal (Ahima et al., 2000). Por otra parte, también se ha demostrado 
que la leptina participa en la regulación de los procesos de lipólisis y lipogénesis. Así, la 
leptina aumenta los niveles de ARNm de la enzima lipolítica HSL, aumentando la 
lipólisis y, sin embargo, reduce los de la enzima ácido graso sintasa, disminuyendo con 
ello la lipogénesis (Lago F, 2009). 
 
- Adiponectina 
La adiponectina es una hormona de 30 kDa producida principalmente por el 
tejido adiposo, concretamente por los adipocitos (Maeda et al., 1996; Scherer et al., 
1995). En cuanto a su estructura, esta hormona presenta una secuencia señal en el 
extremo N-terminal, un dominio central variable seguido por un dominio tipo colágeno 
y, finalmente, un extremo C-terminal globular (Ahima, 2005) que es donde reside su 
actividad biológica (Ouchi et al., 2003). En condiciones normales, los niveles 






forma de trímeros, hexámeros y en complejos de mayor tamaño molecular (Ouchi et 
al., 2003). En estudios previos, se ha descrito que los complejos de alto peso molecular 
promueven la activación de AMPK en hepatocitos (Waki et al., 2003), mientras que 
sólo el complejo trimérico  activa dicha ruta en músculo (Tsao et al., 2003). Además, 
existen dos tipos de receptores de adiponectina denominados AdipoR1 y AdipoR2, que 
presentan un patrón de expresión dependiente de tejido. En concreto, se ha descrito 
que la expresión de AdipoR1 es más abundante en músculo mientras que AdipoR2 se 
expresa más en hígado (Yamauchi, 2003). AdipoR1 está ligado a la ruta de señalización 
intracelular de la AMPK, la cual determina la inhibición de la gluconeogénesis y el 
incremento de la oxidación de ácidos grasos, mejorando así la sensibilidad celular a 
insulina (Ronti et al., 2006). Por otra parte, AdipoR2 activa la ruta de PPARγ, que 
estimula la oxidación de ácidos grasos e inhibe el estrés oxidativo y la respuesta 
inflamatoria (disminuye la adhesión de monocitos, la transformación de macrófagos y 
la acumulación de lípidos en los macrófagos) (Ahima, 2005; Lago F, 2009; Maury y 
Brichard, 2010). Por otra parte, es interesante destacar que el nivel de la adiponectina 
en plasma está inversamente relacionado con el índice de masa corporal (BMI). Así, en 
individuos obesos el nivel de adiponectina en plasma es reducido, mientras que la 
pérdida de peso así como el tratamiento con TZD provocan un aumento de la 
concentración de adiponectina circulante, lo que conlleva una mejoría en la 
sensibilidad a insulina (Arita et al., 1999; Brichard et al., 2003). A nivel molecular, 
niveles bajos de adiponectina en plasma están relacionados con niveles bajos de LDL y 
altos niveles de APOB y de triglicéridos (Lago et al., 2009). 
 
- Resistina 
La resistina, también conocida como FIZZ3 (Found in inflamatory zone) y ADSF 
(Adipocyte- specific secretory factor) (Adeghate, 2004; Steppan y Lazar, 2004), es un 
péptido de 108 aminoácidos con dominios ricos en cisteína. El nombre de resistina 
hace referencia a su papel promotor de la resistencia a insulina. En modelos murinos la 
resistina es secretada por tejido adiposo, pero en humanos es secretada por diversos 
tipos celulares (Osawa et al., 2005). El papel que ejerce la resistina en la obesidad y la 






aumenta la producción de glucosa en el hígado y disminuye la captación y 
metabolismo de ácidos grasos en el músculo (Steppan y Lazar, 2004). Por otra parte, la 
resistina puede dañar el endotelio al activar la síntesis y secreción de endotelina-1 en 
células endoteliales y alterar la expresión de las moléculas de adhesión VCAM-1 y 
MCP-1 (Verma et al., 2003). Además, esta hormona presenta también funciones pro-
inflamatorias, ya que altos niveles de resistina están relacionados positivamente con 
ciertos indicadores de inflamación. Todo ello hace suponer que la resistina puede jugar 
un papel importante en la aparición de desórdenes metabólicos, aunque el mecanismo 
exacto de su acción en el control del metabolismo lipídico se desconoce (Gnacinska et 
al., 2009). 
 
1.2.3. Función reguladora del metabolismo lipídico del tejido adiposo. 
Además de su función endocrina, el tejido adiposo cumple una función 
fundamental en el control de la homeostasis lipídica. Los organismos almacenan el 
exceso de energía en forma de lípidos neutros, que son empaquetados y acumulados 
en gotas lipídicas para su posterior utilización en situaciones de déficit de energía, 
(Ducharme y Bickel, 2008), en la síntesis de membrana o en la lipidación de proteínas 
(Fujimoto et al., 2008). Las gotas lipídicas están constituidas por un núcleo, donde se 
almacenan lípidos neutros como triglicéridos, ésteres de esterol, ésteres de retinol y 
colesterol, rodeado por una monocapa de fosfolípidos a la que se asocian diversas 
proteínas. El contenido de las gotas varía en gran medida dependiendo del tipo celular. 
Así, en adipocitos, los principales componentes de las gotas lipídicas son los 
triglicéridos, mientras que en otras células como las adrenocorticales y las del 
intersticio de ovario y testículo las gotas lipídicas contienen mayoritariamente ésteres 
de colesterol para la síntesis de hormonas esteroideas (Murphy, 2001).  
En este escenario, el almacenamiento y la utilización de la reserva energética 
contenida en las gotas lipídicas de los adipocitos vienen determinados por sistemas 
reguladores multifactoriales que actúan de una manera coordinada para originar una 






los principales sistemas reguladores del metabolismo lipídico a nivel extracelular mejor 




Fig 7. Principales reguladores del metabolismo lipídico en adipocitos. Catecolaminas y 
péptidos natriuréticos regulan los procesos de lipólisis intracelular aumentando los niveles de 
AMPc y activando a lipasas que hidrolizan los triglicéridos acumulados en el interior de gotas 
lipídicas. La insulina inhibe el proceso anterior disminuyendo los niveles de AMPc y 
aumentando la actividad lipogénica celular. PI3K: Fosfatidil inositol 3-quinasa; PKB: Proteína 
quinasa B; PDE3B: Fosfodiesterasa 3B; PKA: Proteina quinasa A; PKG: Proteína quinasa G; MGL: 
Lipasa de monoglicéridos; HSL: Lipasa sensible a hormonas; ATGL: Lipasa de triglicéridos 
adipocitaria; TG: Triglicéridos; RE: Retículo endoplasmático (Modificado a partir de Langin, 
2010). 
 
- Regulación por Insulina 
La insulina es un regulador fundamental de la función del adipocito, ejerciendo 
múltiples acciones sobre el mismo, desde la estimulación de la adipogénesis hasta la 
regulación de la entrada de glucosa y síntesis de triglicéridos, así como la inhibición de 
la lipólisis (Arner, 2003). Así, como indican estudios de animales KO selectivos del 
receptor de insulina en tejido adiposo, la señalización de la insulina en adipocitos es 
crítica para el desarrollo de la obesidad y sus patologías metabólicas (Bluher et al., 






involucrados en la resistencia a insulina, como TNF-α, alteran varios pasos de la 
señalización de insulina en adipocitos (Arner, 2003).  
En el tejido adiposo, así como en el hígado y el músculo, la insulina inicia una 
compleja red de señalización, mediada por una serie de fosforilaciones en cascada, que 
conlleva la activación de una red de efectores que controlan numerosos procesos 
celulares. Concretamente, la acción de la insulina está mediada por el receptor de 
insulina (IR), cuya activación provoca su autofosforilación así como la fosforilación en 
residuos de tirosina (Tyr) de varios sustratos intracelulares. Entre éstos se encuentran 
la familia de los sustratos del receptor de insulina (IRS1-6, presentando las isoformas 1 
y 2 una función predominante), así como Gab-1, Cbl, varias isoformas de Shc, las 
proteínas Dock y APS (revisado por (Pessin y Saltiel, 2000; White, 2003)). Los IRS tienen 
un dominio N-terminal de tipo pleckstrina (PH) adyacente a un dominio de unión a 
fosfotirosina (PTB), el cual se une directamente al motivo fosforilado del IR activado. La 
región central y el extremo C-terminal de las proteínas IRS contienen hasta 20 sitios 
potenciales de fosforilación en Tyr, que después de ser activados por el IR, 
proporcionan sitios de unión para proteínas efectoras intracelulares con dominios SH2 
(Src homology 2). Entre las proteínas con dominios SH2 de unión al IRS fosforilado se 
incluyen las proteínas adaptadoras Grb2 y Nck, miembros de la familia Src de Tyr 
quinasas citoplasmáticas (Fyn y Csk), la proteína Tyr fosfatasa SHP2 y, de manera 
fundamental, la subunidad reguladora (p85) de la fosfatidilinositol 3-quinasa (PI3K) de 
tipo 1A. Concretamente, la interacción del IRS fosforilado y Shc con Grb2 provoca la 
activación de la ruta Ras/MAPK (revisado en Bevan, 2001), mediando así los efectos 
mitogénicos de la insulina. Por su parte, la interacción de dos dominios SH2 de la 
subunidad reguladora de la PI3K con motivos fosfotirosina del IRS induce el 
reclutamiento y activación de la subunidad catalítica (p110) de dicha enzima, dando 
lugar a fosfatidilinositol 3,4,5-trifosfato, que sirve de anclaje para las quinasas de 
serina/treonina PDK1 y Akt/proteína quinasa B (PKB) (revisado por (Kanzaki, 2006; 
Pessin y Saltiel, 2000). Esto provoca la interacción de Akt con sus quinasas reguladoras, 
PDK1 y el complejo mTOR-Rictor (Hresko y Mueckler, 2005; Kanzaki, 2006), dando 
lugar a la fosforilación de Akt/PKB en los residuos Thr-308 y Ser-473, respectivamente, 






metabólicas de la insulina a través de la fosforilación y regulación de numerosos 
sustratos, que traducen finalmente la acción de la insulina (Manning y Cantley, 2007). 
Así por ejemplo, Akt/PKB regula la entrada de glucosa mediante la fosforilación e 
inhibición de la proteína activadora de GTPasas Rab, AS160 (Sano et al., 2007), 
permitiendo así la activación de varias proteínas Rab que intervienen en el tráfico del 
transportador de glucosa GLUT4 hacia la membrana plasmática (Kanzaki, 2006). 
Akt/PKB también fosforila e inhibe a tuberina (o TSC2), la cual forma un complejo con 
la hamartina (TSC1) (Harris y Lawrence, 2003). Dicho complejo inhibe al regulador del 
crecimiento mTOR, por lo que la regulación negativa del complejo TSC1/2 por Akt/PKB 
conduce finalmente a la activación del complejo mTOR-Raptor (mTORC1) (Huang y 
Manning, 2009), el cual se ha demostrado recientemente que suprime la lipólisis, 
estimula la lipogénesis y promueve el almacenamiento de lípidos en adipocitos 
(Chakrabarti et al., 2010). Recientemente, se han identificado otros sustratos 
fosforilados por Akt/PKB, como la proteína quinasa dependiente de AMP, AMPK, que 
media los efectos positivos de la insulina sobre el almacenamiento de lípidos en los 




Fig 8. Señalización intracelular de la insulina. La insulina estimula a nivel intracelular 






captación de glucosa, la síntesis de proteínas y diferenciación celular además de inhibir la 
actividad lipolítica (Modificado a parir de Saltiel, 2001). 
 
Además de los reguladores positivos de la señalización de la insulina, se ha 
demostrado en varios tipos celulares que, tras la activación de dicha ruta, se ponen en 
marcha mecanismos que revierten dicha señalización, fundamentalmente actuando 
sobre los residuos de Tyr y/o Ser de los efectores de dicha cascada. Así, por ejemplo, el 
receptor de insulina es negativamente regulado por tirosina fosfatasas, como PTP1B 
(revisado en Pessin y Saltiel, 2000; White, 2003), mientras que las proteínas IRS son 
inactivadas mediante fosforilación en residuos de serina por quinasas como S6K, ERK o 
JNK. Curiosamente, se ha demostrado la existencia de niveles de expresión elevados 
de PTP1B así como un aumento de la fosforilación de IRS en condiciones de resistencia 
a insulina (revisado por (Boura-Halfon y Zick, 2009; Pessin y Saltiel, 2000)). Por su 
parte, la actividad de Akt/PKB también está regulada, entre otros mecanismos, 
mediante desfosforilaciones mediadas por proteínas como la proteína fosfatasa 2A 
(PP2A) (Kuo et al., 2008) o la proteína PHLPP (Gao et al., 2005). Finalmente, además de 
la Akt/PKB, otros efectores activados por fosforilación inducida por PDK1, son las 
isoformas atípicas de la proteína quinasa C, PKCζ y PKCλ (revisado por (Kanzaki, 2006)), 
que parecen intervenir igualmente en las acciones metabólicas de la insulina (en 
particular, en el transporte de glucosa en adipocitos) (Sajan et al., 2006). De hecho, se 
ha descrito la existencia de marcados defectos en la activación de estas proteínas en 
diferentes condiciones de resistencia a insulina en humanos y otras especies (Farese et 
al., 2005). 
 
- Regulación por Catecolaminas 
Durante periodos de escasez de nutrientes, los lípidos acumulados en el 
interior de las gotas lipídicas son hidrolizados para liberar ácidos grasos y glicerol a la 
circulación. El glicerol y los ácidos grasos son utilizados en el hígado en los procesos de 
gluconeogénesis y cetogénesis, respectivamente, mientras que en el músculo, los 
ácidos grasos son utilizados en procesos de β-oxidación en mitocondrias para liberar 






caracterizado es el mediado por catecolaminas (Fig. 9), el cual se sabe que está 
alterado en obesidad (Lafontan y Langin, 2009). Las catecolaminas ejercen su función 
estimuladora de lipólisis tras su unión a receptores β-adrenérgicos acoplados a 
proteínas Gs. Hay varios tipos de receptores β-adrenérgicos, siendo los β1 y β2 los que 
presentan una mayor actividad en tejido adiposo humano, mientas que los β3 son más 
activos en el de roedores (Barbe et al., 1996; Lonnqvist et al., 1995). En la figura 9 se 
resume la ruta de señalización intracelular de las catecolaminas. Concretamente, los 
receptores β-adrenérgicos activan la adenilato ciclasa, que produce un incremento 
citosólico de AMPc, que a su vez activa a la proteína quinasa A (PKA). Esta quinasa 
fosforila la enzima lipasa sensible a hormonas (HSL), que se transloca desde el citosol 
hasta la superficie de las gotas lipídicas donde ejerce su función (Brasaemle et al., 
2000). La HSL presenta en su secuencia tres sitios de fosforilación: Ser563, Ser659 y 
Ser660, siendo los dos últimos los responsables de la activación de esta enzima in vitro 
(Anthonsen et al., 1998). En ratones KO de HSL se observó que no son los triglicéridos 
los que se acumuladan en los tejidos, sino los diglicéridos (Haemmerle et al., 2002), 
por lo que se sugirió que debería haber otra lipasa adicional responsable de la 
hidrólisis de triglicéridos. Así, en 2004, varios grupos descubrieron al mismo tiempo 
una nueva lipasa a la que denominaron lipasa de triglicéridos de adipocitos (ATGL), 
desnutrina o fosfolipasa A2ξ  (Jenkins et al., 2004; Villena et al., 2004; Zimmermann et 
al., 2004). Esta enzima presenta una especificidad de sustrato 10 veces mayor por los 
triglicéridos que por los diglicéridos, por lo que se ha sugerido que el primer paso de la 
hidrólisis de triglicéridos es llevada a cabo por esta enzima mientras que la conversión 
de diglicéridos a monoglicéridos es llevada a cabo por la HSL (Zimmermann et al., 
2004). Además, existe otra lipasa, la lipasa monoglicérido (MGL), que es la responsable 
de la hidrólisis de monoglicéridos a ácidos grasos y glicerol (Fredrikson et al., 1986). 
Además, la enzima PKA también fosforila a la proteína perilipina A, que está 
presente de manera constitutiva en la superficie de las gotas lipídicas (Wolins et al., 
2006a) y que es crítica para los procesos de lipólisis. La perilipina A presenta seis 
residuos de Ser que pueden ser fosforilados por la PKA (Lafontan y Langin, 2009). En 
condiciones basales, la perilipina A está unida a CGI-58, activador de la proteína ATGL, 






perilipina por PKA en el residuo serina 517, CGI-58 se disocia, pudiendo interaccionar 
con la enzima ATGL, que activará la hidrólisis de los triglicéridos acumulados en el 
interior de las gotas (Granneman et al., 2007; Miyoshi et al., 2007; Subramanian et al., 
2004; Yamaguchi et al., 2007). Cuando disminuyen los niveles de AMPc intracelulares, 
la proteína CGI-58 se disocia de ATGL, volviendo a unirse a la perilipina A, lo que 
provoca que disminuya la actividad lipolítica celular (Lafontan y Langin, 2009). Por otra 
parte, tras su fosforilación por PKA, la lipasa HSL interacciona con FABP4 (Shen et al., 
2001). El complejo formado por ambas proteínas se transloca hacia la superficie de las 




Fig 9. Señalización intracelular de catecolaminas. Las catecolaminas actúan a través de 
receptores de β-adrenérgicos. En condiciones basales, los triglicéridos se acumulan en el 
interior de las gotas lipídicas no siendo accesibles a las lipasas. Sin embargo, en estado 
activado, las catecolaminas provocan un aumento de los niveles intracelulares de AMPc que 
activa la proteína PKA, que a su vez fosforila a la perilipina y a la enzima HSL, lo que conlleva la 
hidrólisis de triglicéridos intracelulares.  
 
La activación de la proteína PKA y en consecuencia, el aumento de la actividad 






la distribución de las proteínas asociadas a la superficie de dichas gotas. Si se activa 
durante varias horas, se produce la fragmentación de las gotas lipídicas, lo que 
incrementa la superficie disponible para la acción de las lipasas. Esta fragmentación 
depende de la fosforilación de la perilipina A en el residuo serina 492 (Marcinkiewicz et 
al., 2006). 
Por otra parte, la actividad lipolítica celular inducida por catecolaminas puede 
ser inhibida por varias rutas, entre las que destacan la mediada por los receptores α2-
adrenérgicos, que se unen a proteínas G inhibidoras (Gi), que inactivan la adenilato 
ciclasa y disminuyen los niveles intracelulares de AMPc, lo que conlleva una reducción 
de la actividad de la PKA (Egan et al., 1992). La lipólisis mediada por catecolaminas 
también es inhibida por la insulina, que activa la fosfodiesterasa 3B, disminuyendo la 
concentración de AMPc intracelular y, por tanto, la actividad de la PKA (Lafontan y 
Langin, 2009).  
 
- Regulación por péptidos natriuréticos. 
Los péptidos natriuréticos están implicados en la regulación de la presión y 
volumen sanguíneo. Además, inhiben la liberación de renina, vasopresina y 
aldosterona, estimulan la diuresis y natriuresis, y actúan como potentes 
vasodilatadores (Sengenes et al., 2000). Recientemente, se ha descubierto que los 
péptidos natriuréticos también tienen efecto sobre la lipólisis, que parece ser 
especialmente relevante cuando los receptores β-adrenérgicos están bloqueados  
(Moro et al., 2004). Hasta el momento, se conocen tres tipos de péptidos natriuréticos: 
el atrial, el cerebral y el de tipo C. Los dos primeros estimulan la lipólisis en adipocitos 
en el mismo grado que el isoproterenol, un potente agonista β-adrenérgico, mientras 
que el tercero tiene un efecto mucho más suave sobre este proceso (Lafontan y 
Langin, 2009). Además, se ha demostrado que su acción estimuladora de la lipólisis se 
ejerce a través de la activación de sus receptores canónicos, que son expresados en 
adipocitos (Sengenes et al., 2000; Yu et al., 2008). Tras la activación de estos 
receptores, se forma GMPc que activa a la proteína quinasa G. Esta fosforila la proteína 
HSL, lo que provoca la estimulación de la lipólisis (Sengenes et al., 2003). Diferentes 






el tejido adiposo subcutáneo en humanos, de manera que, si se inyecta de forma 
intravenosa en pacientes delgados y obesos, se produce un incremento en la liberación 
de ácidos grasos y glicerol en ambos (Birkenfeld et al., 2005; Galitzky et al., 2001; 
Sengenes et al., 2002). 
 
- Regulación a través de  hormonas hipofisarias. 
Los adipocitos también expresan receptores específicos para la mayoría de las 
hormonas liberadas por la hipófisis  (Schaffler et al., 2005). Dichas hormonas regulan 
tanto el metabolismo lipídico en el tejido adiposo como la secreción de adipoquinas 
(Schaffler et al., 2006).  
Concretamente, el tratamiento de tejido adiposo con prolactina aumenta la 
activación de la ruta de señalización intracelular de JAK-STAT así como MAPK (Ling y 
Billig, 2001). La prolactina participa en adipogénesis (Freemark et al., 2001), en la 
remodelación de tejido adiposo durante el embarazo y la lactancia (Flint et al., 2003) y 
también actúa como hormona antilipogénica, reduce el transporte de glucosa y la 
unión de la insulina a adipocitos, presentando un efecto lipolítico (Ling et al., 2003).  
Por otra parte, TSH activa las enzimas quinasa serina/treonina p70S6K y 
fosfatidil-inositol-3 quinasa, actuando como un factor de supervivencia en adipocitos 
que reduce la apoptosis (Bell et al., 2002). Además, también estimula la lipólisis al 
aumentar la concentración de AMPc intracelular (de Lloyd et al., 2010), aunque esta 
capacidad disminuye con la edad (Janson et al., 1998) La TSH actúa regulando la 
secreción de las hormonas tiroideas, T3 y T4, ambas estimuladoras de la actividad 
lipolítica celular (Fonseca-Alaniz et al., 2007).  
La hormona GH actúa a través de la ruta de señalización JAK-STAT y se ha 
descrito que tiene una gran variedad de efectos sobre el tejido adiposo (Flint et al., 
2003). La GH regula la proliferación y diferenciación del tejido adiposo (Flint et al., 
2003) y, además, ejerce un efecto antagonista a insulina, lipolítico y antilipogénico 
(Flint et al., 2003; Schaffler et al., 2006).  
Por otra parte, la hipófisis también libera ACTH, que actúa sobre el tejido 
adiposo incrementando la lipólisis vía PKA (Cho et al., 2005). Este efecto también se 






ATCH actúa sobre la glándula adrenal induciendo la síntesis de glucocorticoides. Estas 
hormonas también regulan el metabolismo lipídico en tejido adiposo a través de 
receptores nucleares induciendo la diferenciación celular a adipocitos (Frühbeck  Y 
Gómez-Ambrosi, 2005) y, por otra parte, también actúa incrementado la lipólisis  
(Fonseca-Alaniz et al., 2007).  
 
- Otros reguladores. 
En la siguiente tabla se muestran otros reguladores del metabolismo lipídico 
que son importantes para mantener la homeostasis lipídica. 
 
Reguladores  Efecto sobre el metabolismo del adipocito 
   
Adenosina Inhibición de lipólisis 
  
Angiotensina Aumento de lipogénesis 
  
IFG-I y II 
Inhibición de lipólisis. Estimulación del transporte de glucosa y 
oxidación 
  
IL-6 Inhibición de la actividad de LPL. Activación de lipolisis 
  
Prostaglandinas 
Inhibición de lipólisis y modulación de la diferenciación de 
preadipocitos 
TGF-β Inhibición de la diferenciación a adipocitos 
  
TNF-α 
Estimulación de lipólisis. Regulación de la secreción de leptina. 
Inhibición de la diferenciación a adipocitos 
  
VEGF Estimulación de angiogénesis 
  
Andrógenos Antiadipogénico. Modula la expresión de leptina 
  
Estrógenos Proadipogénico.Modula la expresión de leptina 
    
 
Tabla 2. Otros reguladores que modulan el metabolismo lipídico en adipocitos (Modificado a 







1.3. Gotas lipídicas. 
Al contrario de lo que se podría pensar, no sólo los adipocitos tienen la 
capacidad de formar orgánulos intracelulares altamente especializados en el 
almacenamiento y gestión de lípidos, las gotas lipídicas, sino que la gran mayoría de 
tipos celulares forman estas estructuras, ya que todos ellos requieren una renovación 
continua de sus sistemas de endomembranas y una estrategia de protección contra la 
citotoxicidad inducida por los ácidos grasos libres (Murphy, 2001; SchaVer, 2003). En 
su superficie, las gotas lipídicas presentan una gran variedad de proteínas que cumplen 
diversas funciones relacionadas no sólo con la homeostasis lipídica, sino también con 
la biogénesis de estos orgánulos, la síntesis de fosfolípidos de membrana y hormonas 
esteroideas, la señalización intracelular o, incluso, el almacenamiento temporal y 
lipidación de ciertas proteínas. (Fujimoto y Ohsaki, 2006; Martin y Parton, 2006; 
Murphy, 2001; Zweytick et al., 2000). En la figura 10 se muestra la organización 




Fig 10. Estructura de una gota lipídica. Las gotas lipídica están formadas por una monocapa de 
fosfolípidos y proteínas que rodea un núcleo donde se almacenan lípidos neutros. 
 
Además, estudios proteómicos recientes realizados sobre fracciones 
enriquecidas de gotas lipídicas han descubierto la presencia de otros muchos tipos de 
proteínas relacionadas con el tráfico intracelular de vesículas y el establecimiento de la 






Rab GTPasas de bajo peso molecular, lo que ha llevado a considerar a las gotas lipídicas 
como orgánulos intracelulares altamente dinámicos (Goodman, 2008). De hecho, la 
movilización intracelular de las gotas lipídicas parece ser necesaria para el control de 
su biogénesis, el crecimiento por fusión y su regresión (Martin y Parton, 2006; Welte, 
2009). 
 
1.3.1. Biogénesis de gotas lipídicas. 
En el tejido adiposo, los ácidos grasos son sintetizados a partir de 
carbohidratos, principalmente glucosa (lipogénesis de novo), pero también pueden ser 
incorporados del espacio extracelular, donde son transportados asociados a albumina 
o lipoproteínas, son liberados mediante la acción de la enzima lipoproteína lipasa y son 
internalizados mediante difusión pasiva facilitada por translocasas de ácidos grasos 
(Ehehalt et al., 2006; Schaffer y Lodish, 1994). A continuación, los ácidos grasos se 
conjugan con CoA formando ácido graso-CoA, que es procesado por las enzimas 
glicerol-3-fosfato aciltransferasa y sn-1-acilglicerol-3-fosfato aciltransferasa en el 
retículo endoplasmático generando diglicéridos. Los diglicéridos son el sustrato de la 
enzima diacilgliceroltransferasa que cataliza su conversión a lípidos neutros o 
triglicéridos, o bien pueden entrar en la ruta de síntesis de fosfolípidos (Guo et al., 
2009). Una vez que se han formado los lípidos neutros en el retículo, se empiezan a 
acumular en dicho orgánulo hasta que, finalmente, se forma la gota lipídica. En este 
sentido, hay varios modelos que explican como se forman dichas gotas. Según el 
modelo más citado, los lípidos neutros se acumulan dentro de la bicapa de la 
membrana del retículo, formándose la gota a partir del engrosamiento del espacio 
intermembrana y la gemación de la monocapa citosólica en un proceso dependiente 
de factores citosólicos que actúan como coatómeros (Fig. 11a) (Walther y Farese, 
2009). En una variante de este modelo, las gotas no se escindirían completamente de 
la membrana del retículo, quedando conectadas con esta a través de una prolongación 
de la membrana externa del retículo denominada stalk (Goodman, 2008). En un 
segundo modelo también se contempla la acumulación de ácidos grasos en el espacio 






lipídicas se forman cuando se escinden las dos hemicapas de la membrana del retículo, 
y por ello se denomina formación tipo bicelo (Figura 11b) (Ploegh, 2007). Sin embargo, 
esta hipótesis presenta un importante dilema; al producirse la rotura de ambas 
hemicapas de la membrana del retículo se violaría la integridad de dicha membrana 
permitiendo la salida descontrolada de iones calcio y proteínas residentes en el 
retículo (Walther y Farese, 2009). En el tercer modelo propuesto, denominado 
gemación vesicular, las gotas lipídicas se formarían mediante un proceso similar a la 
gemación de vesículas y la carga posterior de ácidos grasos y el crecimiento de la gota 
lipídica provocaría el desplazamiento de su hemicapa interna hasta su práctica 




Fig 11. Formación de las gotas lipídicas. Las gotas lipídicas se forman a partir de zonas 
especializadas del retículo endoplasmático donde se acumulan los triglicéridos. La formación 
de las gotas se puede realizar por gemación  a partir de una de las hemicapas de la membrana 
del retículo (A), de la excisión de ambas hemicapascapas (B) o bien, a partir de la carga de 
triglicéridos en una vesícula (C). 
 
Todas las enzimas necesarias para la síntesis de las gotas lipídicas se 






membrana plasmática, de manera que esta última también tiene la capacidad de 
generar gotas lipídicas a partir de ácidos grasos extracelulares. Esta biogénesis tiene 
lugar en regiones concretas de la membrana plasmática, las caveolas. De hecho, 
también se ha aislado el marcador específico de caveolas, la caveolina, en la superficie 
de las gotas lipídicas (Liu et al., 2004).  
 
1.3.2. Crecimiento de gotas lipídicas. 
Las gotas lipídicas son orgánulos muy variables en cuanto a su tamaño, 
oscilando entre 20 nm y 100 µm (Murphy, 2001), por lo que deben existir mecanismos 
que permitan su crecimiento. En este sentido, en la literatura se barajan diversas 
posibilidades: i) las gotas lipídicas podrían expandirse siempre en asociación con la 
membrana del retículo endoplasmático, de manera que los lípidos podrían difundir 
libremente entre los dos compartimentos (Robenek et al., 2006), ii) las gotas lipídicas 
podrían cargar lípidos gracias a la síntesis de éstos mediada por 
diacilgliceroltransferasas presentes en la superficie de las gotas (Guo et al., 2008), y 
por último iii) las gotas lipídicas podrían crecer mediante fusión de gotas pequeñas 
mediada por proteínas SNAREs presentes en su superficie (Bostrom et al., 2007). 
 
1.3.3. Interacción de las gotas con otros orgánulos celulares. 
Como se ha dicho en el apartado anterior, las gotas lipídicas interaccionan con 
retículo endoplasmático para su crecimiento, habiéndose sugerido que también 
interacciona con el mismo cuando se produce la recesión de las gotas (Zehmer et al., 
2009a). 
Además, las gotas lipídicas interaccionan con otros orgánulos, como por 
ejemplo, mitocondrias. Este tipo de asociación se cree que se da para la transferencia 
directa de ácidos grasos desde las gotas lipídicas a mitocondrías, donde serán 
utilizados para la obtención de energía por β-oxidación, lo que parece ser 
especialmente relevante en músculo (Vock et al., 1996). Otros orgánulos con los que 
interaccionan las gotas lipídicas son lo peroxisomas, que se encuentran 






facilitar el movimiento bidireccional de lípidos entre ambos orgánulos (Goodman, 
2008), que pueden se utlizados en peroxisomas para la obtención de energía por β-
oxidación (Murphy et al., 2009). Además, las gotas lipídicas también interaccionan con 
los endosomas. Se ha descrito que en respuesta ácidos grasos hay un transporte de 
proteínas SNAREs desde la membrana plasmática y endosomas hasta las gotas. 
Además, a través de endosomas, también se produce el tráfico de la proteína 
caveolina hasta la superficie de las gotas, así como el transporte de colesterol y 
proteínas de unión a ácidos grasos que normalmente residen en caveolas (Goodman, 
2008). Todo esto sugiere que las gotas lipídicas son estructuras altamente dinámicas, 
que muestran un movimiento bidireccional basado en su interacción con microtúbulos, 





Fig 12. Interacción de gotas lipídicas con otros orgánulos intracelulares. Las gotas lipídicas 
pueden interaccionar con otros orgánulos intracelulares. En dicha interacción pueden 






1.3.4. Proteínas de la cubierta lipídica. 
- Proteínas PAT 
La familia de proteínas PAT recibe su nombre de acuerdo a los primeros 
miembros descubiertos Perilipina, ADRP (o adipofilina) y la proteína “Tail-interacting 
protein” de 47 kDa (TIP47) (Miura et al., 2002). Otros miembros de esta familia 
descubiertos más recientemente son S3-12 y MDLP/OXPAT/PAT-1 (Brasaemle, 2007; 
Londos et al., 2005). Recientemente, se ha propuesto una nueva nomenclatura para 
esta familia de proteínas, denominando PLIN1 a perilipina, PLIN2 a ADRP, PLIN3 a 
TIP47, PLIN4 a S3-12 y PLIN5 a OXPAT (Kimmel et al., 2010). Las proteínas perilipina y 
ADRP se localizan de forma constitutiva en la superfice de las gotas lipídicas (proteínas 
no intercambiables), mientras que el resto de las proteínas PAT se localizan en el 
citosol y tras la estimulación con diferentes sustancias, se translocan hacia la superficie 
de las gotas (proteínas intercambiables) (Wolins et al., 2006a). En cuanto a la 
perilipina, existen tres isoformas generadas por splicing alternativo: A, B y C. Las 
isoformas A y B se expresan en adipocitos mientras que la C se expresa principalmente 
en células esteroidogénicas (Fujimoto et al., 2008). Como se ha explicado 
anteriormente, la proteína perilipina tiene una función principal en la regulación de la 
lipólisis ya que, en condiciones basales, actúa protegiendo a las gotas lipídicas de la 
acción de las lipasas, pero tras la estimulación de la lipólisis es forsforilada, 
permitiendo a dichas enzimas (HSL y ATGL) acceder a la superficie de las gotas e 
hidrolizar los triglicéridos localizados en su interior (Sztalryd et al., 2003; Yamaguchi et 
al., 2004). Los adipocitos presentan gotas lipídicas centrales de mayor tamaño con bajo 
contenido en perilipina y gotas periféricas de menor tamaño donde la perilina es más 
abundante, siendo esta última población, por tanto, lipoliticamente más activa (Moore 
et al., 2005). Por otra parte, ADRP se expresa más en células no adipocitarias 
(Brasaemle et al., 1997), donde parece que actúa evitando el acceso de las lipasas a las 
gotas, al igual que la perilipina (Listenberger et al., 2007). En adipocitos procedentes 
de ratones KO para perilipina, las gotas lipídicas de los adipocitos presentan ADRP 
(Tansey et al., 2001), si bien no puede cumplir la función de la perilipina, ya que se ha 






basales, un contenido lípidico bajo y son resistentes a la obesidad inducida por dieta 
(Tansey et al., 2001). Además, ADRP se expresa de forma elevada al principio de la 
diferenciación de los adipocitos, siendo sustituida progresivamente por la proteína 
perilipina (Brasaemle et al., 1997), por lo que su presencia en gotas de adipocitos de 
ratones KO para la perilipina puede deberse a una reminiscencia de las etapas de 
diferenciación de dichas células. En cuanto a TIP47, esta proteína también parece 
desempeñar una función de protección frente a la lipólisis (Fujimoto et al., 2008). 
Además, se ha sugerido que TIP47 facilita el reciclado del receptor de manosa-6-
fosfato a través de endosomas tardíos hacia la red trans del Golgi, formando un 
complejo con dicho receptor y la proteína Rab9 (Aivazian et al., 2006; Carroll et al., 
2001). Por su parte, MLDP/OXPAT/PAT-1 se localizan en músculo cardiaco y 
esquelético, donde inhiben la lipólisis además de favorecer la β-oxidación de ácidos 
grasos y la acumulación de los triglicéridos (Wolins et al., 2006b) 
 
- Proteínas SNARE 
Los estudios de proteómica también han revelado la presencia de proteínas 
SNARE en la superficie de las gotas lipídicas (Bostrom et al., 2007). En general, las 
proteínas SNARE participan en procesos de reconocimiento y fusión de membranas 
intracelulares, (Jahn y Scheller, 2006), de manera que las SNAREs presentes en la 
membrana diana (t- o Q-SNAREs) interaccionan específicamente con las presentes en 
las vesículas (v- o R-SNARE), permitiendo así el acercamiento y la fusión de las 
membranas (Jahn y Scheller, 2006). En adipocitos, se ha descubierto que la presencia 
de estas proteínas en la cubierta de las gotas lipídicas es imprescindible para que se 
lleve a cabo la fusión de las gotas lipídicas (Fig. 13) y, por lo tanto, el crecimiento de 









Fig 13.Fusión de gotas lipídicas. Las gotas lipídicas pueden fusionarse para forman una gota de 
mayor tamaño, en cuyo proceso pueden participar las proteínas SNAREs (Modificado a partir 
de Olofsson, 2009). 
  
- Proteínas Rabs 
Las proteínas Rab constituyen la denominada familia de GTPasas Rab de bajo 
peso molecular, que en humanos está formada por más de 60 miembros (Jordens et 
al., 2005; Zerial y McBride, 2001). Numerosos estudios han demostrado que distintas 
proteínas Rabs se localizan en las distintas vesículas intracelulares (Novick y Zerial, 
1997), y que participan en los procesos de formación de vesículas, y en su transporte 
dirigido mediado por interacciones con componentes del citoesqueleto, así como en el 









Fig 14.Función de las proteínas Rabs. Las proteínas Rabs participan en todos los procesos 
intracelulares de formación de vesículas, transporte, anclaje y fusión a las membranas diana. 
 
Las proteínas Rab alternan entre dos estados, uno inactivo, unido a GDP y 
soluble en el citosol y otro activo, unido a GTP y asociado a la membrana diana 
(Stenmark y Olkkonen, 2001). Tanto la hidrólisis de GTP como la unión de GTP a la 
proteína Rab están catalizadas por proteínas específicas denominadas de forma 
genérica GTPase Activating Proteins (GAPs) y Guanin Exchange Factors (GEFs), 
respectivamente (Grosshans et al., 2006) (Fig.15). Además, las proteínas Rab activas 
necesitan de la asociación con otras proteínas efectoras para cumplir su función. En 
algunos casos, existen diferentes proteínas efectoras con afinidad por una misma 
proteína Rab, de manera que, dependiendo del complejo que se forme, la proteína 









Fig 15. Activación de las proteínas Rabs. Las proteínas Rabs alternan entre dos estados, uno 
unido a GDP en el que se encuentran inactivas, y otro unido a GTP el que se unen a la 
membrana diana para ejercer su función que dependerá del efector al que se una (Modificado 
a partir de Stenmark, 2001). 
 
En adipocitos, los estudios proteómicos han desvelado la presencia de un 
número importante de proteínas Rab en la superficie de las gotas lipídicas: Rabs 1, 2, 3, 
5, 6, 7, 8, 10, 11, 14, 18, 19, 21, 24, 33, 34, 35, 39 y 41 (Brasaemle et al., 2004; Liu et 
al., 2004; Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). De ellas, sólo Rab1, Rab5, Rab7 y 
Rab18 se han identificado en cuatro o más screenings y, particularmente, sólo se han 
llevado a cabo estudios más detallados con Rab5 y Rab18 en adipocitos y otros tipos 
celulares (Liu et al., 2007; Martin et al., 2005; Ohsaki et al., 2006; Ozeki et al., 2005). 
Los resultados obtenidos en estos trabajos sugieren que estas proteínas Rab median la 
interacción de las gotas lipídicas y otros orgánulos intracelulares. Concretamente, en 
estudios previos se ha demostrado que Rab5 media el tráfico de endosomas 
tempranos (Liu et al., 2007), mientras que Rab18 participa en la regulación del tráfico 
de gránulos de secreción (Vazquez-Martinez et al., 2007) y de vesículas de tránsito 
entre el retículo endoplasmático y el complejo de Golgi (Dejgaard et al., 2008). En el 
caso concreto de adipocitos, Rab18 se encuentra asociada a una población particular 
de gotas lipídicas (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005) y dicha asociación aumenta 
en condiciones de sobreexpresión de la GTPasa (Ozeki et al., 2005) y tras la activación 






conjunto, estos resultados han conducido a los autores a sugerir que Rab18 podría 
controlar el tránsito de lípidos hacia dentro y/o fuera de la gota lipídica (Martin et al., 
2005; Ozeki et al., 2005). Sin embargo, aún se requiere una caracterización más 
profunda de la implicación de Rab18 en el metabolismo lipídico con el fin de aumentar 
nuestro conocimiento sobre las bases moleculares que subyacen a la regulación de la 



















   
  












El objetivo general de la presente Tesis Doctoral ha sido la caracterización 
celular y funcional de Rab18 en adipocitos. Para alcanzar este objetivo, se plantearon 
los siguientes objetivos específicos: 
 
1- Investigar el tipo de regulación a la que se encuentra sometida la expresión de 
Rab18 en el tejido adiposo bajo condiciones metabólicas fisiológicas y patológicas en 
modelos biológicos murinos y humanos.  
 
2- Analizar el nivel de expresión y la distribución intracelular específica de Rab18 en 
adipocitos en respuesta a diferentes moduladores de la hidrólisis (lipólisis) y síntesis 
(lipogénesis) de triglicéridos y su relación con otras proteínas de la cubierta de las 
gotas lipídicas y del retículo endoplasmático. 
  
3- Elucidar la función específica de Rab18 en relación con el metabolismo lipídico, 
analizando la actividad lipolítica y lipogénica en adipocitos bajo condiciones de 
sobreexpresión y silenciamiento de Rab18. 
   
    
 
 
















3. MATERIALES Y MÉTODOS 
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3.1. Materiales y Reactivos. 
Los materiales y reactivos necesarios para la realización de los experimentos así 
como los programas informáticos utilizados se adquirieron de diversas compañías, tal y 
como se detalla a continuación: 
 
Abcam (Cambridge, UK): Anticuerpo primario monoclonal anti-PDI de rata. 
Alexis Biochemicals (San Diego, CA, E.E.U.U.): Rosiglitazona 
Bellco Biotechnology (Vineland, NJ, E.E.U.U.): cubreobjetos de vidrio de 25 mm de 
diámetro. 
BioRad (Barcelona): “IQ SYBR Green supermix”.  
Calbiochem  (Barcelona): Anticuerpo primario anti- Rab18 de rata. 
Cambrex Bioscience (Verviers, Bélgica): DMEM. 
Ecogen  (Madrid): dNTPs, Taq polimerasa Ecozyme o EcoTaq. 
Fermentas (Hanover, MD, E.E.U.U.): “cDNA First Strand Synthesis kit”, T4 ADN ligasa y 
“2X Master Mix PCR reagent”. 
GE Healthcare (Buckinghamshire, UK): random primers and ECL Plus Western Blotting 
Detection System from GE Healthcare. 
Gibco (Barcelona): D-PBS, suero de recién nacido bovino (NCS).  
Invitrogen (Barcelona): Opti-MEM, Trizol, el vector de clonacion pCDNA3.1+, 
anticuerpos secundarios Alexa 594 anti- conejo y Alexa 488 anti- cabra. 
Labotaq (Sevilla): kits de Bioneer “AccuPrepR Plasmid Extraction Kit” y “AccuPrepR Gel 
Purification Kit”. 
Quiagen (Madrid): “RNeasy Lipid Tissue Mini Kit”, “RNase-Free DNase Set” y “QIAfilter 
Plasmid Maxi Kit” 
Research Diets (Brunswick, NJ, E.E.U.U.): pienso granulado con alto y bajo contenido 
en grasa. 
Roche (Madrid): glucógeno. 
Santa Cruz Biotecnology, Inc. (Heidelberg, Alemania): Anticuerpo primario anti- 
calnexina humana desarrollado en cabra, anti- perilipina humana desarrollado en 
cabra. 
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Sera-Lab LTD (Crawley Down, R.U.): Suero fetal bovino (FBS). 
Sigma-Aldrich Corp. (St. Louis, MO, E.E.U.U.): Antibiótico-antimicótico , Tripsina-EDTA, 
DMEM sin rojo fenol, DEPC, β-mercaptoetanol, L-Glutamina, colagenasa, EDTA, Tritón 
X-100, BSA, isopropanol, isoproterenol, insulina, dexametasona, IBMX, PACAP38, H89, 
MDL 12, 330A, wortmanina, forskolina, anticuerpo primario anti- β- actina, “Free 
Glycerol Reagent”, HEPES 
TPP (Albus, Córdoba): Todo material de plástico de cultivo celular. 
Harbor University of California (CA, E.E.U.U.): GH de rata, suministrada por el Dr. A. F. 
Parlow. 
 
3.2. Material biológico. 
3.2.1. Obtención de muestras de tejido adiposo. 
Para llevar a cabo este estudio se han utilizado ratas Wistar adultas 
procedentes del Servicio de Experimentación Animal de la Universidad de Córdoba y 
muestras de tejido proporcionadas por la Dra. R.D. Kineman y por el Dr. R. Luque de la 
Universidad de Illinois en Chicago (EE.UU.), obtenidos de ratones macho adultos de la 
cepa C57Bl/6J y ratones ob/ob así como de ratones obesos New Zealand  y los 
controles de éstos (Ratones NON) suministrados por Laboratorios Jackson. Además, se 
utilizaron muestras de tejido adiposo de ratas Sprague-Dawley proporcionadas por el 
Dr. Carlos Diéguez, de la Universidad de Santiago de Compostela.  Los animales se 
mantuvieron en condiciones constantes de temperatura (22 °C), con un período luz-
oscuridad de 12 h (de 7:00 a 19:00 h), y con libre acceso a comida y agua. Para la 
realización de los experimentos, los animales fueron sacrificados por decapitación, 
siguiendo la normativa recogida en la legislación nacional y europea, y aprobada por el 
Comité de Bioética de las respectivas Universidades involucradas en el estudio sobre 
manipulación y uso de animales de experimentación.  
Por otra parte, se utilizaron muestras de tejido adiposo humano, tanto visceral 
como subcutáneo. Estas muestras se obtuvieron siguiendo la normativa recogida en la 
legislación nacional y europea y aprobada por el Comité Bioético del Hospital 
Universitario Reina Sofía de Córdoba así como de la Clínica Universitaria de Navarra y 
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del Hospital Virgen de la Victoria de Málaga. En todos los casos se obtuvo el 
consentimiento informado del paciente. 
Los tejidos destinados a dispersión celular (tejido adiposo blanco visceral y/o 
subcutáneo) se introdujeron en Krebs-Ringer Hepes buffer inmediatamente después 
de su extracción y a continuación se realizó la dispersión celular. Los tejidos destinados 
a la extracción de ácidos nucleicos o proteínas se congelaron rápidamente en 
nitrógeno líquido y se almacenaron a -80 °C hasta su posterior procesamiento. 
 
3.2.2. Dispersión de tejido adiposo y obtención de fracción de adipocitos 
maduros y estroma vascular. 
La separación celular del tejido adiposo blanco se realizó siguiendo el protocolo 
descrito por Rodbell (1964) y modificado por Cushman & Malide (2001). Para llevar a 
cabo los estudios, se recogieron muestras de tejido adiposo visceral y/o perigonadal 
así como subcutáneo sumergiéndose rápidamente en 20 ml de medio de cultivo estéril 
Krebs-Ringer Hepes pH 7,4 (NaCl 119 mM, KCl 4,7 mM, MgSO4 1,2 mM, CaCl2 2,5 mM, 
KH2PO4 1.2 mM, Hepes 20 mM, Glucosa 2 mM y BSA 2%). Con objeto de obtener una 
suspensión de células monodispersas de adipocitos y/o estroma vascular, el tejido 
adiposo se sometió a un proceso de dispersión enzimático-mecánico como se detalla 
en el protocolo 1.  
 
3.2.3. Cultivo de la  línea celular 3T3-L1. 
La línea celular utilizada para realizar este trabajo es la línea celular 3T3-L1.  Se 
trata de células de tipo fibroblástico obtenidas a partir de embrión de ratón y fueron 
obtenidas gracias a la generosidad del Dr. C. López Otín, de la Universidad de Oviedo. 
Originalmente, estas células provienen de la línea celular 3T3 (Swiss albino) sometidas 
a un proceso de aislamiento clonal desarrollado por Green y colaboradores (Green y 
Meuth, 1974), eligiendo aquellos clones capaces de diferenciarse de fibroblastos a 
adipocitos en presencia de un cocktail hormonal.  
El cultivo de esta línea celular se realizó siguiendo las pautas indicadas por la 
ATCC (American Type Culture Collection), teniendo siempre en cuenta que las células 
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no alcancen un grado de confluencia superior al 70-80%, ya que, de lo contrario, se 
reduciría su capacidad de diferenciación a adipocitos. Todos los cultivos celulares se 
han llevado a cabo en un incubador a 37 °C con 95% de humedad y 5% de CO2. Por 
último, es importante destacar que todos los experimentos sobre células 3T3-L1 
incluidos en este trabajo se han llevado a cabo con células entre los pases 4-15. A 
partir de 15º pase, los cultivos fueron desechados y sustituidos por un nuevo vial de 
células mantenidas en nitrógeno líquido. 
 Las células 3T3-L1 fueron cultivadas en medio DMEM conteniendo 4,5 g/l 
glucosa y suplementado con L-glutamina 4 mM, solución antibiótica-antimicótica al 1%  
(v/v), 1,5 g/l bicarbonato y suero de bovino recién nacido (NCS) al 10% (v/v). Los 
cultivos de mantenimiento de estas células se realizaron en botellas de 75 ó 150 cm2 a 
una densidad inicial de 2.000 células/cm2, y fueron refrescados dos veces por semana 
mediante el uso de una solución comercial que contiene tripsina 0,5 g/l y EDTA 0,2 g/l. 
Las células obtenidas se sometieron a un test de viabilidad celular mediante la técnica 
de azul tripán y, a continuación, se sembraron en diferentes soportes según la finalidad 
del experimento en cuestión. Así, las células utilizadas para microscopía de 
fluorescencia se sembraron sobre cubreobjetos de vidrio de 25 mm de diámetro que 
fueron colocados en placas individuales de 35 mm o en placas de 6 pocillos a una 
densidad de 30.000 células/cm2. Las células destinadas a la obtención de extractos de 
ARN o proteína se sembraron en placas individuales de 35 mm de diámetro o placas de 
6 pocillos a la misma densidad que en el caso anterior y aquellas destinadas a 
experimentos de electroporación se cultivaron en placas de 150 mm de diámetro a 
una densidad de 2.700 células/cm2. En todos los casos mencionados anteriormente, las 
células se sometieron a un proceso de diferenciación a adipocitos. Brevemente, se 
dejaron crecer las células hasta alcanzar un 100% de confluencia, momento en el cual 
se incubaron con DMEM con glucosa (4,5 g/l) y suplementado con L-glutamina (4 mM), 
solución antibiótica-antimicótica al 1%  (v/v), bicarbonato (1,5 g/l), suero fetal bovino 
al 10% (v/v), 10 μg/ml de insulina, 0,25 μM de dexametasona y 0,5 mM de IBMX 
(medio de diferenciación I) durante 72 h. Transcurrido este período, las células se 
incubaron en DMEM con glucosa (4,5 g/l) y suplementado con L-glutamina (4 mM), 
solución antibiótica-antimicótica al 1%  (v/v), bicarbonato (1,5 g/l), suero fetal bovino 
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al 10% (v/v) y 10 μg/ml de insulina, manteniéndose en este medio 72 h. A partir de ese 
momento, se mantiene el cultivo celular con DMEM con glucosa (4,5 g/l) y 
suplementado con L-glutamina (4 mM), solución antibiótica-antimicótica al 1%  (v/v), 
1,5 g/l bicarbonato, suero fetal bovino al 10% (v/v) (medio de diferenciación II), el cual 
se mantuvo, renovándose cada 48 h, hasta que las células fueron utilizadas para las 
distintas manipulaciones experimentales. 
El grado de diferenciación se comprobó mediante la observación de las células teñidas 
con una solución de Oil Red O (Ramirez-Zacarias et al., 1992), que se une 
específicamente a los triglicéridos neutros acumulados en las células (ver protocolo 2). 
 
3.3. Tratamientos experimentales. 
3.3.1. Análisis de la expresión de Rab18 durante el desarrollo posnatal de 
rata. 
Para estudiar los posibles cambios en la expresión de Rab18 durante el 
desarrollo postnatal, se analizaron los niveles de ARNm de Rab18 mediante RT-PCR 
tejido adiposo perigonadal de ratas macho y hembra a diferentes edades: 15, 45, 60  y 
90 días de edad. Las muestras se extrajeron inmediatamente tras el sacrificio de los 
animales, se congelaron rápidamente en nitrógeno líquido y se almacenaron a -80 ˚C 
hasta su procesamiento. 
 
3.3.2. Análisis de la expresión de Rab18 bajo diferentes condiciones 
metabólicas en ratón. 
 
Con objeto de estudiar la regulación de la expresión de Rab18 en ratones 
sometidos a diferentes condiciones metabólicas, se analizaron los niveles de ARNm de 
Rab18 mediante RT-PCR en muestras de tejido adiposo (visceral y subcutáneo) de los 
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- Ayuno: 
Los ratones se dividieron en cuatro grupos de entre 5 y 8 animales. El primer 
grupo de animales fue alimentado ad libitum (Control), y los demás grupos se 
sometieron a ayuno durante 12, 24 y 48 h. Finalmente, los animales fueron 
sacrificados y se procedió a la extracción de tejidos y posterior extracción de ARNm. 
 
- Obesidad inducida por la dieta (DIO): 
Para evaluar el posible efecto de la obesidad inducida por una dieta rica en 
grasa sobre la expresión de Rab18 en tejido adiposo, se utilizaron dos grupos de 
ratones obesos: uno de ellos fue alimentado con una dieta baja en grasa (LFD, 10% kcal 
de grasa, 70% kcal de carbohidratos, 20% kcal de proteína; similar a la alimentación 
normal de roedores) y el otro, fue alimentado con una dieta con alto contenido en 
grasa (HFD, 60% kcal de grasa, 20% kcal en carbohidratos, 20% kcal de proteína), 
administrada en ambos casos durante 10 o 16 semanas (Luque y Kineman, 2006). 
Finalizado este periodo, los animales fueron sacrificados y se procedió a la extracción 
de tejidos para examinar la expresión de los genes de interés.  
 
- Obesidad por deficiencia en leptina (ratones ob/ob): 
Los ratones portadores de mutaciones en el gen ob murino (ratones ob/ob) 
carecen de leptina sérica y presentan un fenotipo de obesidad severa asociada a otros 
problemas como hiperlipemia, resistencia a la insulina, menor temperatura corporal, 
menor activad locomotora, menor actividad del sistema inmune e infertilidad. La 
administración de leptina exógena corrige estas alteraciones.  
Para estudiar el efecto de la obesidad causado por la deficiencia en leptina, 
estudiamos la expresión de Rab18 en tejido adiposo de ratones ob/ob y en ratones 
normales (WT). 
 
-Obesidad inducida por factores genéticos: 
Para estudiar el efecto de la obesidad inducida de forma genética, estudiamos 
los niveles de expresión en tejido adiposo de ratones New Zealand. Siguiendo las 
instrucciones del proveedor, se utilizaron como controles ratones NON. Además, por 
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otra parte, se realizó un segundo estudio en el que se formaron dos grupos de 
animales New Zealand. El primer grupo fue alimentado ad libitum (Control) y los 
animales del segundo grupo fueron sometidos a un ayuno de 48 h. Finalmente, los 
animales fueron sacrificados y se extrajeron los tejidos para la extracción de ARNm. 
 
3.3.3. Estudio de la influencia de diferentes ejes hipofisarios en la 
expresión de Rab18 en tejido adiposo. 
 
Para analizar si la regulación de la expresión de Rab18 en tejido adiposo está 
bajo la regulación de las hormonas liberadas por la hipófisis o por las liberadas por las 
glándulas diana de la misma, se evaluaron los niveles de ARNm de Rab18 mediante RT-
PCR en muestras de tejido adiposo visceral de ratas en las que se había bloqueado 
selectivamente distintos ejes endocrinos. En todos los casos en los que hubo una 
intervención quirúrgica  y para descartar el efecto de la misma sobre la expresión de 
Rab18 en grasa, se incluyó un grupo adicional de animales que fueron sometidos a las 
mismas condiciones de anestesia y  a los que se les realizó el mismo tipo de operación 
sin extracción de órganos y se le aplicaron puntos para simular el estrés de la 
intervención (grupo sham-operated). 
 
- Efecto de la hipofisectomía 
En este estudio, a un grupo de 6 animales macho de 30 días se les extrajo la 
hipófisis bajo anestesia de ketamina (40 mg/ kg). Después de la operación, los 
animales se mantuvieron en condiciones estándar con libre acceso a agua y comida 
durante cuatro semanas, tras lo cual fueron sacrificados.  
 
- Efecto de déficit de hormona de crecimiento.  
Para estudiar el posible efecto de la hormona de crecimiento (GH) sobre la 
expresión de Rab18 en tejido adiposo, se utilizaron ratas Dwarf de 7 semanas, las 
cuales carecen de GH como consecuencia de una mutación en el gen correspondiente 
{Charlton HM, 1988 #217}. Siguiendo las instrucciones del proveedor, se utilizaron 
como controles de este experimento ratas Lewis, modelo genético similar a las ratas 
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Dwarf con niveles plasmáticos normales de GH. Los animales de este último grupo 
fueron sacrificados tras una semana en el animalario para su adaptación y 
estabilización. 
 
- Efecto de la gonadectomía 
Se utilizaron ratas macho y hembra de 30 días. Se operaron orquidectomizando 
los machos y ovariectomizando las hembras bajo anestesia de ketamina. Después de la 
operación, los animales fueron mantenidos en condiciones estándar con libre acceso a 
agua y comida. Tras 15 días, a los 45 días de edad, fueron sacrificados.  
 
- Efecto de la adrenolectomía y tratamiento con dexametasona 
Se operaron ratas macho adultas eliminando las glándulas adrenales bajo 
anestesia de ketamina. Tras la operación, los animales fueron mantenidos en 
condiciones estándar con libre acceso a agua y comida. Tanto las ratas 
adrenolectomizadas como el grupo control recibieron una inyección subcutánea diaria 
de 40 μg de dexametasona disuelta en 200 μl de salino durante 8 días. También se 
dispuso de un grupo control al que como tratamiento se le inyectó sólo el vehículo. Los 
animales se sacrificaron 24 horas después de la última inyección. 
 
- Efecto de las  hormonas tiroideas 
Para analizar la influencia de las hormonas tiroideas sobre la expresión de 
Rab18 en el tejido adiposo, se utilizaron ratas macho de 60 días. El hipotiroidismo se 
indujo mediante la adición  de 0.1% aminotriazol (3-amino-1,2,4-triazol) en el agua. El 
hipertiroidismo fue provocado mediante la administración crónica subcutánea de L-
tiroxina (T4; 100 μg/día sal pentahidrato de L-tiroxina sódica). El tratamiento fue 
mantenido durante 2 semanas, tras lo cual se sacrificaron los animales. La eficacia de 
los tratamientos fue confirmada estimando la concentración en plasma de la hormona 
TSH como se ha descrito previamente (Lopez, 2001). 
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Las muestras de tejido adiposo blanco fueron gentilmente cedidas por el Doctor 
Carlos Diéguez, del Departamento de Fisiología de la Universidad de Santiago de 
Compostela. 
 
3.3.4. Análisis del efecto de diferentes modulares del metabolismo 
lipídico sobre los niveles de ARNm y proteína de Rab18. 
Para analizar el efecto de diferentes modulares del metabolismo lipídico en la 
expresión de Rab18, se utilizaron células 3T3-L1 diferenciadas a adipocitos (ver 
apartado 3.2.3.) a día 10 de diferenciación. De esta manera, en el día del experimento, 
las células se incubaron durante 2 h en 1 ml de medio DMEM libre de suero (pre-
tratamiento). Pasado ese tiempo, se reemplazó dicho medio con medio DMEM solo 
(condición control) o conteniendo las siguientes sustancias: isoproterenol 10 μM, GH 
10 nM, PACAP38 4.8 nM, insulina 100 nM, dexametasona 100 nM o rosiglitazona 10 
μM. Después de 24 horas, las células fueron recogidas en 1 ml de TRIzol Reagent y 
procesadas para el análisis de los niveles de ARNm mediante RT-PCR. 
Por otra parte, también se evaluó mediante western blot el efecto de los 
principales modulares del metabolismo lipídico sobre los niveles de proteína de Rab18. 
Para llevar a cabo estos experimentos, las células se preincubaron durante 2 h con 
DMEM libre de suero seguido de tratamientos de 24 h con DMEM solo o con  
isoproterenol 10 μM o con insulina 100 nM. Posteriormente, las células fueron 
recogidas en tampón de lisis para la obtención de los extractos proteicos 
correspondientes utilizados para llevar a cabo el análisis de la proteína intracelular 
mediante western blot. 
 
3.3.5. Estudio de la localización intracelular de Rab18. 
El efecto del isoproterenol e insulina así como la contribución de diferentes 
componentes de las rutas de señalización intracelular de ambos modulares sobre la 
distribución intracelular de Rab18 fue analizado mediante inmunocitoquímica en 
células 3T3-L1 diferenciadas a adipocitos. Así, las células fueron tratadas durante 4 h 
con isoproterenol 10 μM solo o en combinación con bloqueadores específicos de la 
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adenilato ciclasa (AC), MDL 12,330 (1 μM),  o de la proteína quinasa A (PKA),  H89 (1 
μM). En otros experimentos, las células se trataron con insulina 100 nM en ausencia o 
presencia del inhibidor de la fosfatidil-inositol 3 quinasa (PI3K), wortmanina (1 μM), 
durante 4 h. Todos los inhibidores fueron añadidos a los cultivos celulares 90 min antes 
de los tratamientos combinados para asegurar la inhibición de la ruta de señalización 
específica al comienzo de dichos tratamientos. Los resultados  de los experimentos en 
los que se trataron las células con isoproterenol e insulina se confirmaron mediante 
fraccionamiento subcelular (ver protocolo 3) y análisis de las fracciones obtenidas 
mediante western blot. 
Por otra parte, también se analizó la colocalización de Rab18 con otras 
proteínas de otros orgánulos intracelulares. Concretamente, se analizó la 
colocalización de Rab18 con las proteínas del retículo endoplasmático, calnexina y PDI, 
y de las gotas lipídicas, perilipina, tanto en condiciones basales como tras tratamientos 
con isoproterenol 10 μM ó insulina 100 nM.  
 
3.3.6. Análisis de la expresión de Rab18 en humanos. 
Con objeto de estudiar si la expresión de Rab18 se modifica en tejido adiposo 
de humanos en relación con la obesidad y la sensibilidad a insulina, se analizaron los 
niveles de ARNm de Rab18 mediante RT-PCR en muestras de tejido adiposo (visceral y 
subcutáneo) procedentes de individuos con normopeso así como de individuos obesos 
normoglucémicos, con resistencia a insulina o con diabetes mellitus de tipo II. Los 
pacientes fueron clasificados de acuerdo a su índice de masa  corporal. Las muestras 
fueron recogidas de pacientes sometidos a cirujía bariátrica (pacientes obesos) así 
como fundoplicación de Nissen aplicada en pacientes con hernia de hiato. Las 
muestras fueron rápidamente congeladas en nitrógeno y almacenadas a -80 ºC hasta 
su procesamiento para la extracción de ARN.  
Las muestras de tejido humano fueron gentilmente cedidas por la Dra. Gema 
Frühbeck (Universidad de Navarra) y por el Dr. Francisco Tinahones de la Hospital 
Universitario  Virgen de la Victoria de Málaga. 
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3.4. Técnicas básicas en Biología Molecular. 
3.4.1. Aislamiento de ARNm. 
El aislamiento del ARNm total de las muestras procedentes de la línea celular 
3T3-L1 así como de las muestras de tejido adiposo visceral o subcutáneo de rata y 
ratón se llevó a cado utilizando el reactivo Trizol, siguiendo las recomendaciones del 
fabricante. Se añadió 1 ml de dicho reactivo a cada muestra. El procedimiento seguido 
se detalla en el protocolo 4.    
Las muestras de tejido adiposo humano, se procesaron de manera similar, pero se 
incluyó un tratamiento con DNAsa I (Promega), utilizando 1U de enzima por cada μg de 
ARN inicial. 
En todos los casos, la concentración de ARN total obtenido se determinó por 
espectrofotometría y su calidad se comprobó mediante la relación entre la 
absorbancia a 260 y 280 nm. 
 
3.4.2. Retrotranscripción del ARN. 
La retrotranscripción de ARN se realizó utilizando el kit comercial  cDNA First 
Strand Synthesis kit sobre una cantidad de ARN total de partida de 2 µg. La 
retrotranscripción se llevó a cabo con hexanucleótidos de secuencia aleatoria (150 
ng/reacción, Amersham Biosciences, Munich, Alemania) siguiendo las instrucciones del 
proveedor comercial. 
 
3.4.3. Diseño de oligonucleótidos para PCR. 
Para el diseño de los oligonucleótidos utilizados en este trabajo se utilizó el 
programa Oligo 6.0 (Molecular Biology Insights, Cascade, CO, EE.UU.). En todos los 
casos, se eligieron oligonucleótidos altamente específicos para la secuencia de interés. 
Se evitaron oligonucleótidos que pudieran formar estructuras secundarias muy 
estables tanto consigo mismo como entre el par. También se evitaron los que pudieran 
amplificar de forma inespecífica otros genes así como los que presentaran otros sitios 
de unión inespecífica.  Además, se seleccionaron oligonucleótidos cuya temperatura 
de alineamiento rondase los 60 ºC. Por último, las parejas de oligonucleótidos se 
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diseñaron en exones distintos para evitar la amplificación del ADN genómico que 
pudiera contaminar la muestra. Una vez diseñados, se verificaron las características de 
los oligonucleótidos con el programa Primer3 (v. 0.4.0) (http://frodo.wi.mit.edu/cgi-
bin/primer3/ primer3 www.cgi; Steve Rozen, Whitehead Institute for Biomedical 
Research). 
 
3.4.4. PCR cuantitativa en tiempo real. 
Para el análisis cuantitativo de la expresión de Rab18 en las diferentes muestras 
generadas en el presente estudio, se utilizó la técnica de PCR en tiempo real (RT-PCR) 
empleándose un termiciclador iCycler IQ  de BioRad y el reactivo fluorescente SYBR 
green, capaz de emitir fluorescencia cuando se intercala en el ADN de doble cadena. 
Las reacciones de PCR se realizaron por duplicado en un volumen final de 25 µl 
conteniendo 100 ng de ADNc como molde, 10 nM de cada oligonucleótido cebador y 
12,5 µl de IQ SYBR Green supermix 2x (Bio-Rad). Se utilizaron las parejas de 
oligonucleótidos para Rab18 detalladas en la Tabla 3 y los cebadores para amplificar el 
ARN ribosómico 18S como gen estándar interno, elegido entre varios genes (HPRT, 












5’ -CTCTGAAGATACTCATCATCGG- 3’ 
Ratón Rab18 NM_181070 
5’ -CCTCTCTTGACCAGCTGTATCCCA- 3’ 
185 pb 60 ºC 
5’ -CTCTGAAGATCCTCATCATTGG- 3’ 
Rata Rab18 NM_001012468 
5’- CTTTCTTGACCAGCTGTATCCCA- 3’ 
185 pb 60 ºC 
5´- CCCTGAAGATCCTCATCATCGG- 3´ 
Humano Rab18 NM_021252 
5´ -CCTCTCTTGACCAGCAGTATCCCA- 3´ 
185 pb 60 ºC 





5´ -TGCTGCCTTCCTTGGATGTGGTA- 3’ 







109 pb 60 ºC 
5’ -CAGTCCCAGCGTCGTGATTA- 3’ 
Rata HPRT NM_012583 
5’ -CTCTGAAGATCCTCATCATTGG- 3’ 
139 pb 60 ºC 
 
Tabla 3. Secuencia, codigo de acceso, tamaño del producto de amplificacion y temperatura 
óptima de alineamiento de los oligonucleotidos utilizados en la amplificación específica de los 
genes analizados en este estudio mediante PCR cuantitativa en tiempo real. 
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La amplificación de los diferentes genes se llevó a cabo siguiendo un programa 
que consistió en un primer paso de desnaturalización a 94 ºC durante 2 min seguido 
por 40 ciclos de amplificación formados por un paso de desnaturalización a 94 ºC 
durante 15 seg, alineamiento a 60 ºC durante 15 seg y extensión a 72 ºC durante 15 
seg. Tras los ciclos de amplificación, se realizó una curva de fusión para asegurar la 
especificidad de los productos amplificados.  
El cálculo de la expresión génica se realizó usando los valores de “ciclo umbral” 
(Ct) proporcionados por el termociclador, mediante la ecuación e–ΔΔCt, donde e es la 
eficiencia de amplificación de cada gen, que fue cercana a 1 en todos los casos, y ΔCt 
se determinó restando el valor de Ct de la amplificación del ARN ribosómico 18S 
(control interno) al valor de Ct específico de cada gen de interés. Finalmente, el valor 
ΔΔCt se calculó restando el ΔCt de cada muestra problema al valor de la muestra 
utilizada como control (100%). 
Para la cuantificación absoluta de cada uno de los transcritos de interés se 
amplificó en cada placa de PCR una curva estándar constituida por concentraciones 
conocidas crecientes del número de copias de ADNc del transcrito de interés, generada 
como se detalla en el siguiente apartado. De esta manera, la extrapolación de los 
resultados de la cuantificación de los genes de interés con los valores de la recta 
patrón permite determinar el número de copias específico de cada gen estudiado en 
cada una de las muestras problema.   
 
3.4.5. Obtención de curvas estándar. 
Para llevar a cabo la obtención de la curva estándar a utilizar para la 
cuantificación absoluta del transcrito de interés, se realizaron 8 reacciones de PCR 
convencional con los oligonucleótidos específicos de PCR a tiempo real de cada gen 
objeto de estudio, utilizando para ello el kit comercial 2X Master Mix PCR reagent. A 
continuación, se unió el producto de PCR de las 6 reacciones y se purificó el producto 
siguiendo las indicaciones del kit AccuPrepR Gel Purification Kit.  Para confirmar que 
sólo se había amplificado una única banda del tamaño adecuado correspondiente al 
gen de interés, se realizó una dilución 1:800 y se hizo una electroforesis en gel de 
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agarosa al 1% con bromuro de etidio (0,4 µg/ml). La especificidad de los productos de 
PCR se determinó mediante la secuenciación de los mismos. A continuación, se 
determinó la concentración de los productos de PCR purificados mediante el kit 
comercial Picogreen DNA cuantificacion kit (Molecular Probes, Invitrogen), 
elaborándose la curva estándar mediante diluciones seriadas de los productos de PCR 
hasta obtener una recta patrón comprendida entre 1010 a 100 copias de cada gen de 
interés.  
 
3.4.6. PCR convencional (PCR a tiempo final). 
Para obtener los transcritos de los genes de interés en cantidad suficiente para 
la obtención de la curva estándar utilizada en la PCR a tiempo real para la 
cuantificación absoluta de los genes estudiados, se utilizó el sistema de PCR a tiempo 
final. Las reacciones de PCR se llevaron a cabo en un termociclador iCycler IQ (Bio-Rad, 
Barcelona). Cada reacción consistió en una mezcla de 25 µl conteniendo 100 ng de 
ADNc como molde, dNTPs 100nM y el kit comercial 2X Master Mix PCR reagent. La 
amplificación de los diferentes genes se llevó a cabo siguiendo un programa de PCR 
tipo que consistió en un primer paso de desnaturalización a 94 ºC durante 4 min 
seguido por el número de ciclos determinado para la amplificación óptima de cada 
gen, normalmente unos 30-35 ciclos. A su vez, cada ciclo consistió en un paso de 
desnaturalización a 94 ºC durante 30 seg, alineamiento a 60 ºC durante 30 seg y 
extensión a 72 ºC durante 30 seg. La secuencia de los oligonucleótidos empleados se 
detalla anteriormente en la Tabla 3. 
 
3.5. Estudios de western blotting. 
3.5.1. Obtención de extractos proteicos. 
 Durante el presente estudio se llevaron a cabo análisis de proteínas mediante 
western blot. Los extractos proteicos se obtuvieron de tejidos y de cultivos celulares 
utilizando un tampón de extracción que contenía Tris-HCl 50 mM (pH 7,4), NaCl 150 
mM, 1% Tritón X-100, 1mM EDTA, suplementado con inhibidores de proteasas (PMSF 
0,1 mM, quimostatina 5 µg/ml, leupeptina 5 µg/ml, antipaina 5 µg/ml, pepstatina A 5 
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µg/ml). En el caso de tejidos, se homogeneizaron fragmentos de tejido de 
aproximadamente 100-150 mg en 500 μl de tampón de extracción en un 
homogeneizador vidrio-vidrio durante 1 min. Todas las muestras se sometieron al 
mismo procedimiento para garantizar la homogeneidad proteica de las mismas. 
En cuanto a los cultivos celulares, antes de la extracción de proteínas, éstos se lavaron 
tres veces con PBS 0,01 M, pH 7,4, para eliminar restos de medio de cultivo, y las 
células se rasparon en un volumen adecuado de tampón de extracción. A continuación, 
los extractos procedentes tanto de tejido como de células se homogeneizaron con 
ayuda de una jeringa de 1 ml y aguja de 25 G. Posteriormente, se centrifugaron las 
muestras durante 5 min a 9000 x g  a 4 ºC  para eliminar restos de tejido y células y los 
sobrenadantes se conservaron a -80 ºC  hasta su uso. Todos los lavados, 
homogeneización e incubaciones se realizaron en hielo para minimizar la degradación 
de las proteínas. Por último, se cuantificó la concentración de proteína total de los 
extractos utilizando el método de Bradford.   
 
3.5.2. Electroforesis desnaturalizante y electrotransferencia. 
Para la detección de las proteínas de interés mediante la técnica de western 
blot, el siguiente paso fue preparar las muestras para su separación electroforética. 
Para ello, se utilizaron 150 μg de proteína y se mezclaron con el tampón de carga 5x 
[Tris-HCl 500 mM, SDS 7,5 % (m/v), EDTA 10 mM, sacarosa 50% (m/v), β-
mercaptoetanol 5% (v/v), DTT 250 mM, azul de bromofenol 5 mg/ml, pH 6,8]. A 
continuación, las muestras se hirvieron durante 5 min a 96 ºC para desnaturaliar las 
proteínas y, finalmente, se centrifugaron a 8000 x g durante 5 min a 4 ºC para eliminar 
restos insolubles.  Una vez preparado el extracto proteico, éste se sometió a 
electroforesis desnaturalizante en un gel de poliacrilamida (SDS-PAGE, 12,5% de 
poliacrilamida) utilizando el sistema de electroforesis Mini-PROTEAN Tetra (Bio-Rad). 
La migración se llevó a cabo en un voltaje inicial de 90 V hasta que las muestras 
pasaran el gel stacking (al 4% de acrilamida) seguido de un voltaje constante de 120 V 
hasta que el frente de migración llegó al final del gel. Una vez finalizada la 
electroforesis, las proteínas se transfirieron a una membrana de nitrocelulosa 
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(BioTrace NT, Pall Corp., Pensacola, FL, EE.UU.). La transferencia transcurrió a un 
voltaje constante de 50 V durante 1 h y con recirculación continua del tampón de 
transferencia [Tris 25 mM, glicina 190 mM, SDS al 0,2% (m/v), metanol al 20% (v/v)]. 
Una vez terminado el tiempo de transferencia, se dejó secar la membrana a 
temperatura ambiente durante una hora para mejorar la fijación de las proteínas de 
pequeño tamaño molecular a la membrana. 
  
3.5.3. Inmunodetección y análisis densitométrico. 
 Una vez transcurrido el tiempo de secado, las membranas fueron bloquedas 
con tampón de bloqueo [TBS (Tris-HCl 25 mM, NaCl 150 mM, pH 7,5), Tween-20 al 
0,05% (v/v) (TTBS) y leche desnatada en polvo (Biorad) al 5% (m/v)]. A continuación, se 
incubaron con el anticuerpo primario correspondiente diluido en TTBS y leche 
desnatada  en polvo al 3% durante toda la noche a 4 ºC.  Las características de los 
anticuerpos utilizados se indican en la Tabla 4. A continuación, se dieron tres lavados 
de TTBS durante 15 min a las membranas y se incubaron con el anticuerpo secundario 
conjugado con peroxidasa de rábano (Sigma) correspondiente y diluido en tampón 
TTBS y leche desnatada en polvo al  1%. Finalmente, las membranas se lavaron tres 
veces con tampón TTBS durante 15 min y dos veces con TBS durante 5 min para 
eliminar los restos de Tween-20 que pudieran interferir con el revelado. El revelado de 
la peroxidasa se realizó con un kit basado en quimioluminiscencia (ECL-Plus, GE 
Healthcare, Chalfont St. Giles, Reino Unido) y películas auto-radiográficas (BioMax XAR 
Kodak, Sigma). Tras el revelado, las películas se escanearon y las imágenes obtenidas 
fueron procesadas con el programa ImageJ 1.32j (NIH, EEUU) para realizar el análisis 
cuantitativo de las bandas inmunorreactivas mediante la cuantificación de la densidad 
óptica de cada una. Para normalizar la carga de las diferentes calles, se realizó la 
inmunotinción contra β-actina y la densidad óptica para la proteína de interés se refirió 
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Nombre Origen Dilución Proporcionado por 
Rab18 Conejo 1/500 Calbiochem 
Perilipina Cabra 1/200 AbCam 
Calnexina Cabra 1/200 Santa Cruz Biotecnology, Inc 
PDI Ratón 1/500 137 pb 
β-Actina Ratón 1/50.000 Sigma 
 
Tabla 4. Anticuerpos utilizados en los experimentos de western blotting. 
 
 
3.6. Estudios de localización intracelular mediante 
inmunocitoquímica e inmunohistoquímica. 
3.6.1. Inmunofluorescencia de células 3T3-L1 y adipocitos. 
La distribución intracelular de la proteína Rab18 en células 3T3-L1 
diferenciadas, así como en adipocitos humanos y murinos se estudió mediante 
microscopía confocal de fluorescencia. En el caso de células fijadas sobre cubres se 
siguió el protocolo 5. En el caso de adipocitos maduros, las células no se unen a una 
superficie puesto que tienen baja densidad por las gotas lipídicas que contienen. Por 
este motivo, en este tipo celular se lleva a cabo una inmunocitoquímica en células en 
suspensión siguiendo el protocolo 6. En la tabla 5 se detallan los anticuerpos que se 
utilizaron en los estudios de inmunofluorescencia. 
Las preparaciones fueron examinadas mediante microscopía confocal de 
fluorescencia utilizando un equipo Leica TCS-SP2-AOBS (Leica Corp., Heidelberg, 
Alemania). Para la adquisición de la señal del flourocromo Alexa488 y de la GFP, la 
muestra fue excitada a 488 nm y se adquirió la fluorescencia emitida entre 500 y 550 
nm. En el caso del fluorocromo Alexa594, la excitación se realizó a 594 nm y se recogió 
la emisión entre 610 y 700 nm. Dependiendo de la localización de la señal fluorescente 
y del tamaño celular, se adquirieron entre 10-20 planos confocales por cada canal. El 
conjunto de todos los planos para cada célula y canal fueron sometidos a un proceso 
de deconvolución con el software Huygens Essential 2.4.4 (SVI, Hilversum, Holanda).  
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En algunos experimentos, se cuantificó la cantidad de Rab18 alrededor de las 
gotas lipídicas, para lo cual, las imágenes se procesaron y analizaron utilizando el 
programa ImageJ 1.32j. En primer lugar, se obtuvo una proyección máxima bien del 
conjunto de planos obtenidos o bien de los planos medios de la célula. A dicha 
proyección se le aplicó un umbral entre los niveles de grises 50 y 255 y la imagen así 
obtenida se binarizó. En las imágenes obtenidas, se seleccionaron las regiones de 
interés alrededor de las gotas lipídicas. Finalmente, la superficie de la célula ocupada 
por gotas lipídicas así como la superficie de las gotas ocupada por Rab18 se calculó y se 
refirió a unidades de área. Se realizaron 3 experimentos independientes, tomándose 
10 células y se analizaron 275-375 gotas lipídicas.  
Para los experimentos de análisis de colocalización entre Rab18 y otras 
proteínas del adipocito, se obtuvo una proyección máxima bien del conjunto de planos 
obtenidos o bien de los planos medios de la célula con el programa ImageJ 1.32j para 
cada uno de los marcadores y se determinó el grado de colocalización calculando el 
coeficiente de Pearson´s con dicho programa.  
 
Nombre Origen Dilución Proporcionado por 
Rab18 Conejo 1/500 Calbiochem 
Perilipina Cabra 1/200 AbCam 
Calnexina Cabra 1/200 Santa Cruz Biotecnology, Inc 
PDI Ratón 1/500 Santa Cruz Biotecnology, Inc 
 
Tabla 5. Anticuerpos utilizados en los experimentos de inmunofluorescencia. 
 
3.6.2. Inmunohistoquímica de cortes de tejido adiposo. 
 La distribución intracelular de Rab18 en tejido adiposo se estudió mediante 
inmunohistoquímica. Se analizó tanto en tejido adiposo perigonadal de rata como 
tejido adiposo omental y subcutáneo humano. Una vez obtenidas las muestras de 
tejido, éstos se dividieron en fragmentos de 1 cm x 1 cm y se fijaron con 
paraformaldehído al 4% en PBS durante toda la noche a temperatura ambiente. 
Posteriormente, se incluyeron las muestras en parafina (protocolo 7) Se obtuvieron 
Los cortes de tejido de 5 μm de grosor que se depositaron en portas. Para llevar a cabo 
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la inmunohistoquímica se  utilizó el protocolo 7. Las preparaciones fueron examinadas 
mediante microscopía óptica. 
 
3.7. Transfección de cultivos celulares.  
3.7.1. Transfección transitoria de líneas celulares con vectores 
plasmídicos. 
Para sobreexpresar la proteína Rab18 se clonó dicha proteína en el vector de 
expresión phrGFP-N1, que contiene un promotor de expresión en mamíferos y 
además, codifica para la proteína Green Fluorescence Protein (GFP), que permite 
localizar la proteína intracelularmente. Se clonó en dicho vector la proteína silvestre 
así como una versión mutada de la misma, Rab18(Q67L), que presenta una mutación 
en el sitio de unión a GTP que hace que la proteína Rab18 esté constitutivamente 
activa puesto que no puede hidrolizar dicha molécula. 
 La introducción de vectores plasmídicos de expresión en células 3T3-L1 se llevó 
a cabo mediante electroporación (Protocolo 8) entre los días 6-8 de diferenciación. Se 
utilizaron  en cada electroporación 50 μg de cada plásmido (phrGFP-N1, phrGFP-N1-
Rab18 y phrGFP-N1-Q67L). Para la obtención de plásmido altamente concentrado se 
utilizó el sistema de purificación de plásmido de QiaFilter MaxiPrep (Qiagen) siguiendo 
las instrucciones del fabricante. Se utilizó una placa de 150 mm de diámetro por cada 
electroporación sembrándose posteriormente en placas de 35 mm de diámetro.  Los 
experimentos se realizaron a las 48 horas de electroporar las células, una vez que nos 
aseguramos mediante microscopia de fluorescencia que el 80-90% de las células están 
sobreexpresando la proteína de interés. 
 
3.7.2. Transfección transitoria de células 3T3-L1  con secuencias de ARN 
intereferente para el silenciamiento de la expresión de Rab18. 
Los experimentos de silenciamiento se llevaron a cabo mediante secuencias 
específicas de ARN interferente (siRNA) obtenidas de una casa comercial (Ambion). Se 
utilizó una secuencia de siRNA frente Rab18 (Nº Cat. AM16704) y una secuencia de 
siRNA como control negativo (Nº Cat. AM4635) que no disminuye la expresión de 
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ningún gen en mamíferos. Para optimizar el silenciamiento de la expresión de Rab18 se 
utilizaron diferentes concentraciones de siRNA (1-2 nmoles) y distintos tiempos de 
silenciamiento (0, 24, 48 y 72 h), eligiendo una concentración de uso de 2 nmoles y un 
tiempo de silenciamiento de 72 h, obteniéndose una disminución del 60% de los 
niveles de ARNm de Rab18 y un 70% de los niveles de proteína. En este caso, puesto 
que la eficiencia de electroporación es mayor que en el caso del uso de vectores de 
expresión, se sembraron 4 placas de 35 mm de diámetro  por cada placa de 150 mm de 
partida. 
 
3.8. Estudios funcionales. 
 Uno de los objetivos de este trabajo fue investigar la posible función de la 
proteína Rab18 en relación con el metabolismo lipídico en células 3T3-L1 diferenciadas 
a adipocitos. Para ello, se analizó el efecto de la modificación de la expresión de Rab18 
mediante su sobreexpresión y/o silenciamiento sobre varios parámetros celulares 
indicadores de la actividad metabólica celular, como la lipólisis y lipogénesis. Para los 
experimentos de sobreexpresión, se utilizaron células electroporadas (ver protocolo 8) 
con el vector de expresión phrGFP-N1-Rab18 y el mutante constitutivamente activo de 
Rab18. Como control, se utilizaron células electroporadas con el vector phrGFP-N1. 
Para los experimentos de silenciamiento, se utilizaron células electroporadas bien con 
la secuencia de siRNA descrita previamente específica para Rab18 o bien con la 
secuencia de siRNA control. Los experimentos se realizaron 48 horas después de la 
electroporación en el caso de sobreexpresión de Rab18 ó 72 horas en el caso del 
silenciamiento. La sobreexpresión de los distintos vectores plasmídicos se verificó 
antes de realizar los experimentos mediante la observación de las células mediante 
microscopía de fluorescencia observando si las células presentaban GFP. El 
silenciamiento se verificó posteriormente mediante western blot y RT-PCR.  
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3.8.1. Análisis del tamaño de las gotas lipídicas en células 3T3-L1 
transfectadas. 
Una vez que las células fueron electroporadas con GFP o con GFP-Rab18, se 
mantuvieron en cultivo durante 48 h. A continuación, las células se mantuvieron 
durante 2 h en medio libre de suero y posteriormente, se incubaron con 1 ml de medio 
en la presencia o ausencia de isoproterenol 10 μM o insulina 100 nM. Después, las 
células se fijaron con paraformaldehído 4% y se tiñeron con Oil Red o (ver protocolo 
2). Las células teñidas se observaron al microscopio confocal y se adquirieron, de 
forma aleatoria, 10 células por condición. Las imágenes fueron deconvolucionadas con 
el software Huygens Essential 2.4.4. El número medio de gotas lipídicas y el tamaño 
medio de las mismas se estimaron utilizando el software ImageJ 1.32. La frecuencia de 
la distribución del tamaño de las gotas lipídicas se calculó siguiendo la ecuación K = 1 + 
3.3 x log(N), donde K es el número de intervalos y N el número total de observaciones. 
 
3.8.2. Determinación de la actividad lipolítica celular en células 3T3-L1. 
Concretamente, las células electroporadas se lavaron una vez con medio 
DMEM sin rojo fenol (Sigma) complementado con NaHCO3 20 mM y HEPES 1 mM, pH 
7,4, para eliminar restos celulares y posteriormente se incubaron durante 2 h en dicho 
medio (pre-tratamiento). A continuación, las células se trataron con forskolina 50 μM 
durante 30 min. Tras ese tiempo, se recogió el medio de tratamiento para la 
cuantificación de glicerol libre utilizando el método colorimétrico del kit comercial Free 
Glycerol Reagent de Sigma (ver protocolo 9). Este kit contiene las enzimas y sustratos 
necesarios para que se lleven a cabo las reacciones que se muestran en la figura 15. 
Por otra parte, tras el tratamiento también se recogieron las células de cada pocillo en 
PBS para la cuantificación de proteína mediante el método de Bradford.  
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Figura 16: Reacciones que se llevan a cabo durante la cuantificación del glicerol libre en medio. 
 
3.8.3. Cuantificación de la actividad lipogénica de células 3T3-L1. 
Concretamente, las células electroporadas se lavaron una vez con medio 
DMEM sin rojo fenol (Sigma) complementado con NaHCO3 20 mM y HEPES 1 mM, pH 
7,4, para eliminar restos celulares y posteriormente se incubaron durante 2 h en dicho 
medio (pre-tratamiento). A continuación, las células se trataron con insulina 100 nM 
durante 4 h. Tras ese tiempo, se recogieron las células para la determinación de 
triglicéridos intracelulares en buffer RIPA, tomándose además una pequeña alicuota de 
células para la determinación de proteína de cada pocillo mediante el método de 
Bradford. 
Para valorar la lipogénesis, se midió la cantidad de triglicéridos intracelulares 
acumulados en las células utilizando el método colorimétrico del kit comercial Infinity 
Triglycerides Liquid Stable Reagent de Thermo Electron Corporation. Este kit contiene 
las enzimas y sustratos necesarios para que se lleven a cabo las siguientes reacciones: 
                   
 
 
Figura 17: Reacciones que se llevan a cabo durante la cuantificación del triglicéridos. 
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3.9. Análisis estadístico. 
Los valores que se muestran en las figuras representan la media ± SEM (error 
estándar de la media) de los resultados obtenidos a partir de, al menos, 3 
experimentos independientes, realizados sobre cultivos celulares independientes 
obtenidos en días diferentes. En el caso de animales, se utilizaron al menos 4 animales 
por condición experimental. En el análisis de la distribución intracelular de Rab18 en 
los experimentos donde se evaluó el efecto del isoproterenol, insulina y los 
bloqueadores específicos de la ruta de señalización de ambos se analizaron 275-375 
gotas lipídicas de 10 células por cada condición experimental obtenidas en tres 
experimentos diferentes. El efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre el tamaño y el 
número de las gotas lipídicas se analizó en 275-375 gotas lipídicas de 10 células en 
cada grupo experimental. 
En los estudios en los que se compararon únicamente dos grupos 
experimentales, se utilizó una prueba t-Student. En estudios con más de dos grupos 
experimentales, el análisis estadístico se realizó empleando un análisis de varianza de 
una vía (one way ANOVA) seguido de la prueba de comparación de rangos múltiples de 
Newman-Keuls o Kruskal-Wallis seguido de un test de Dunn´s para datos paramétricos 
o no paramétricos, respectivamente. Los análisis se realizaron con el programa 
GraphPad Prism 4.0 (Grapad Software, La Jolla, CA, EE.UU.). Las diferencias entre los 
grupos experimentales se consideraron estadísticamente significativas a partir de un 
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3.10. Protocolos. 
Protocolo 1: Dispersión de tejido adiposo para la obtención de adipocitos 
maduros y fracción de estroma vascular. 
1. Recoger el tejido adiposo en 20 ml de buffer Krebs-Ringer Hepes  pH 7,4 (KRB) 
(NaCl 119 mM, KCl 4,7 mM, MgSO4 1,2 mM, CaCl2 2,5 mM, KH2PO4 1,2 mM, 
Hepes 20 mM, pH 7.4, Glucosa 2 mM, BSA 2%)  
2. Trocear el tejido en pequeños fragmentos en una placa de Petri de cristal con 
KRB utilizando dos bisturís. Desechar los restos de vasos sanguíneos. 
3. Recoger los fragmentos de tejido adiposo en un falcon con 25 ml de KRB 
usando una pipeta Pasteur.  
4. Añadir la solución de colagenasa 2 mg/ml a un tubo Falcon. 
5. Incubar durante una hora a 37 ˚C en baño María en agitación suave. Cada 15 
minutos agitar la muestra suavemente para facilitar la dispersión. 
6. Filtrar la solución a través de un filtro (tipo cell strainer) de 100 μm de poro 
para eliminar el tejido no disperso 
7. Lavar la solución con DMEM suplementado con glutamina 4 mM,  1% de mezcla 
de antibiótico-antimicótico,  1,5 g/l de bicarbonato y  10% FCS (medio DMEM 
completo) para detener la reacción enzimática. 
8. Centrifugar 10 min a 600g a 37 ˚C para separar los adipocitos maduros de la 
fracción de estroma vascular. 
9. Recoger los adipocitos maduros de la capa superior flotante en criotubos para 
congelarlos en nitrógeno líquido y almacenarlos a -80 ˚C para su posterior 
procesamiento para la extracción de proteínas o ARN o para los estudios de 
inmunocitoquímica. 
10. Para obtener la fracción de estroma vascular, resuspender el pellet en medio 
DMEM completo y filtrar con un cell strainer de 40 μm de poro. 
11. Centrifugar durante 5 min a 400 g. 
12. Resuspender el pellet resultante en 500 μl del buffer de lisis de eritrocitos (RBC 
Lysis Solution, Purigene, MN, EEUU)  e incubar 3 min a temperatura ambiente.  
13. Centrifugar a 400 g durante 10 min. 
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14. Resuspender el pellet en el buffer correspondiente, congelar en nitrógeno 
líquido y almacenar a -80 ˚C hasta su procesamiento. 
 
Todo el proceso de dispersión y manipulación se llevó a cabo en condiciones de 
esterilidad y empleando material estéril.  
 
Protocolo 2: Tinción de Oil Red O.  
Stock de Oil Red O 
0, 35g /0.7 g Oil Red O 
100 ml /200 ml Isopropanol 
 Agitar o/n filtrar (0.2 μm) y almacenar a  +4 °C 
 
Solución de trabajo de Oil Red O 
6 partes del stock de Oil Red O  
4 partes de dH2O 
Mezclar y dejar reposar a temperatura ambiente durante 20 min. 




1.    Eliminar el medio. 
2.    Añadir para-formaldehido e incubar a T.A. durante 15 min. 
3.     Eliminar el para-formaldehído con la ayuda de una pipeta. 
4.     Lavar las placas con isopropanol al 60%. 
5.     Dejar que las placas se sequen completamente. 
6.     Añadir la solución de trabajo de Oil Red O durante 30 min.  
7.     Eliminar todo el Oil Red O y añadir H2O INMEDIATAMENTE. Lavar con H2O 4-6 
veces.  
8.     Montar las placas con glicerol/ PBS (1:1). 
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9.     Observar las cálular en el microscopio de campo visble o en el microscopio 
confocal. 
 
Protocolo 3: Fraccionamiento subcelular. 
1. Lavar las células con D-PBS en frío. 
2. Levantar las células y centrifugarlas a baja rpm.  
3. Resuspender el pellet en 3 mL de buffer de lisis (Tris-HCl 25 mM pH 7,4, cloruro 
de potasio 100 mM, EDTA 1 mM, EGTA 5 mM, pH 7,4 e inhibidores de 
proteasas) 
4. Pasar las células 30 veces por una aguja de 25 G en hielo o sonicar en el nivel 1 
durante 5 seg  2 veces, poniendo la muestra en hielo entre cada vez.  
5. Mezclar con un volumen igual (3ml) de buffer de lisis que contenga 1,08 M de 
sacarosa. 
6. Centrifugar las células a 1500 g a 4  ˚C 10 min. El pellet es la fracción de 
núcleos. 
7. Transferir el sobrenadante a un tubo de ultracentrifugación de 12 mL y añadir 
secuencialmente 2 mL de buffer sacarosa 0,27 M, 2 mL de buffer sacarosa 
0,135 M y 2 mL de Top solution (Tris-HCl 25 mM, EDTA 1 mM, y EGTA 1 mM, pH 
7.4) 
8. Centrifugar durante 1 h a 150500 g a 4 ˚C.  
9. Recoger las diferentes fracciones (las gotas lipídicas (Nos. 1 and 2), zona 
intermedia (Nos. 3 and 4) entre gotas lipídicas y citosol, y el citosol (Nos. 5-8)). 
El pellet es la fracción total de membrana. 
10. Solubilizar la fracción de membrana y de núcleos en 1,5 mL del buffer Top 
Solution sonicando. 
 
Para eliminar los lípidos de la fracción de gotas lipídicas se siguió el siguiente 
protocolo: 
1.  Añadir 4 volumenes de acetone fría por cada volumen de proteína. Mezclar y 
dejar a –20 ˚C durante toda la noche. 
2.  Centrifugar a 3500 rpm a 4 ˚C durante 10 min. 
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3.  Eliminar el sobrenadante con cuidado para no perder el pellet.  
4.  Añadir 100 μl de metanol frío para eliminar la acetona. 
5.  Centrifugar a 3500 rpm a 4 ˚C durante 10 min. 
6.  Eliminar el methanol y se deja secar el pellet. 
7.  Resuspender el pellet en buffer. 
 
Para precipitar la proteína obtenida en cada fracción se siguió el siguiente protocolo: 
Por cada 100 μl de muestra inicial: 
1. Añadir 400 μl de metanol. 
2. Vortear para mezclar bien. 
3. Añadir 100 μl de cloroformo. 
4. Vortear para mezclar bien. 
5. Añadir 300 μl de H2O. 
6. Vortear para mezclar bien. 
7. Centrifugar 1 min. a 14000 g. 
8. Eliminar la capa acuosa (la proteína se sitúa entre capas). 
9. Añadir 400 μl de metanol. 
10. Vortear para mezclar bien. 
11. Centrifugar 2 min. a 14000 g. 
12. Eliminar todo el metanol que sea posible.  
13. Secar el pellet.  
14. Resuspender la muestra en buffer. 
 
Consideraciones a tener en cuenta: Todas las soluciones que se añadan a la muestra 
deben estar frías. Las centrifugaciones se realizan a temperatura ambiente para que la 
proteína se precipite bien. 
 
Protocolo 4: Extracción de ARN 
1. Descongelar las muestras en hielo. 
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2. Para eliminar el exceso de grasa de las muestras, se centrifugan a velocidad 
máxima durante 10 min a 4 ˚C. 
3. Eliminar la capa de grasa que queda en la parte superior de cada muestra. 
4. Añadir a la muestra 0,2 ml de cloroformo por cada ml de Trizol añadido 
inicialmente. 
5. Mezclar la muestra y el cloroformo durante 5-10 seg e incubar a temperatura 
ambiente durante 2-3 min. 
6. Centrifugar a 12000 g durante 15 min a 4 ˚C. Tras la centrifugacion, se observan 
3 fases distintas: la fase inferior o fase orgánica que contiene las proteinas, la fase 
intermedia donde se localiza el ADN y la fase superior o fase acuosa que contiene 
el ARN. 
7. Transferir la fase acuosa a un tubo nuevo. 
8. Añadir 1 μl de glucógeno y 500 μl de isoproterenol a cada muestra por cada ml 
de Trizol utilizado inicialmente. En este paso el ARN precipita. Incubar la mezcla 
durante 10 min a temperatura ambiente. 
9. Centrifugar 10 min en las mismas condiciones que las descritas en el apartado 4 
y retirar el sobrenadante. 
10. Lavar la pella con 1 ml de etanol al 75%. 
11. Centrifugar a 7500 g durante 5 min a 4 ˚C. 
12. Retirar el etanol y dejar secar el ARN a temperatura ambiente. 
13. Resuspender el ARN en H2O dietilpirocarbonato (DEPC) en un volumen 
apropiado en función del pellet obtenido. 
14. Incubar 10 min a 60 ˚C para facilitar la resuspensión del pellet de ARN. 
15. Cuantificar la cantidad y calidad del ARN total obtenido en el 
espectrofotómetro haciendo una dilución 1:100. 
 
Para la extracción de ARN, siempre se prestó especial atención a la limpieza del 
material utilizado, empleando tanto H2O como materiales tratados previamente con 
DEPC, un potente inhibidor de ARNasa. 
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Protocolo 5: Inmunocitoquímica por fluorescencia. 
1. Lavar las células tres veces con tampón PBS [PBS 0,01M, pH 7,4]  durante 5 min 
a temperatura ambiente. 
2. Fijar las células con paraformaldehído al 4% (m/v) en tampón PBS durante 15 
min. 
3. Lavar las células tres veces con tampón PBS. 
4. Incubar con tampón de bloqueo [PBS conteniendo Tritón X-100 al 0,3% (v/v) y 
BSA al 1% (m/v)] durante 1 h. 
5. Incubar las células con el anticuerpo primario diluido en tampón PBS 
conteniendo Tritón X-100 al 0,3% (v/v) y BSA al 0,5% (m/v) durante toda la 
noche a 4 ˚C.  
6. Lavar las células tres veces con tampón PBS para eliminar el exceso de 
anticuerpo primario no unido. 
7. Incubar las células con el anticuerpo secundario apropiado conjugado con el 
fluorocromo Alexa 488 o 594 diluido en PBS conteniendo Tritón X-100 al 0,3% 
(v/v) y BSA al 0,5% (m/v) durante 2 h a temperatura ambiente. En el caso de 
que se utilizaran dos anticuerpos primarios diferentes en un mismo pocillo para 
realizar estudios de colocalización, en este paso se incubaron con los dos 
anticuerpos secundarios apropiados, teniendo en cuenta siempre que fueran 
compatibles tanto entre sí como con los primarios utilizados.  
8. Lavar las células 3 veces con PBS. 
9. Montar el cubreobjetos conteniendo las células inmuno teñidas sobre un 
portaobjetos utilizando con medio de montaje de PBS: Glicerol o medio 
conteniendo DAPI para marcar los núcleos [Tris-HCl 0,1 M, glicerol al 70% (v/v), 
n-propilgalato al 2% (m/v), DAPI 1 µg/ml (Sigma), pH 9]. 
 
Protocolo 6: Inmunocitoquímica en suspensión.  
Una vez obtenidos los adipocitos maduros dispersos según el protocolo 1, se 
sigue el siguiente protocolo para realizar la inmunocitoquímica de las células 
obtenidas: 
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1.   Recoger aproximadamente 1 ml de adipocitos maduros dispersos. 
2.  Fijar las células en 25 ml de paraformaldehído al 4% (m/v) en PBS [PBS 0,01M 
pH 7,4] durante 20 min a temperatura ambiente en agitación suave. 
3.  Lavar las células tres veces con PBS + BSA al 1% (m/v) centrifugando 
suavemente (210 g durante 30 seg). Para no perder células, quitar (aspirando) el 
medio, dejando la capa de adipocitos en la superficie del PBS. 
4.  Pasar las células a eppendorf de 1,5ml y permeabilizar las células y bloquear los 
sitios de unión inespecíficos con PBS + BSA al 1% (m/v) + saponina al 1% (m/v) 
(buffer 1) durante 45 min. a temperatura ambiente y agitación suave. 
5.  Centrifugar las células suavemente durante 30 seg. a 210 g. 
6.  Aspirar el buffer 1 con aguja y jeringa, evitando coger células (quedan en una 
capa superficial). 
7.  Incubar las células con el anticuerpo primario diluido en buffer 1 durante 2 h a 
temperatura ambiente en agitación suave. 
8.  Lavar las células tres veces mediante centrifugación (210 g durante 30 seg) con 
PBS + saponina al 1% (m/v) (buffer 2). Entre lavados, eliminar el buffer aspirando 
dejando la capa de adipocitos en la superficie. 
9.  Incubar las células con el anticuerpo secundario diluido en el buffer 1 durante 
45 min a temperatura ambiente. 
10.  Lavar tres veces las células mediante centrifugación (210 g durante 30 seg) con 
el buffer 2.  
11.   Preparar una mezcla de PBS:Glicerol y DAPI homogeneizado con pipeta.  
Añadir 75 μl de dicha mezcla en cada uno de los epperdorf de adipocitos. Coger 50 
μl de adipocitos y añadirlos sobre un porta. Poner el cubre encima y sellar la 
preparación.      
 
Protocolo 7: Inmunohistoquímica. 
1. Se fija el tejido en paraformaldehido al 4% durante toda la noche en agitación y 
se montan en parafina. 
INCLUSIÓN 
2. Lavar en agua corriente toda la noche 
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3. Incubar en alcohol  70 ˚C 1h 
4. Incubar en alcohol  86 ˚C 1 h. 
5. Incubar en alcohol  90 ˚C 1 h 
6. Incubar en alcohol 100 1 h. Repetir este paso dos veces. 
7. Incubar en Xilol 1 h a 60 ˚C. Repetir este paso dos veces. 
8. Incubar en Xilol- Parafina toda la noche a 60 ˚C. 
9. Incubar en Parafina  I 1h a 60 ˚C. 
10. Incubar en Parafina  II 1h a 60 ˚C. 
11. Incubar en Parafina  III 1h a 60 ˚C. 
12. Dejar solidificar los bloques a -20 ˚C. 
13. Cortar secciones de tejido de 5 μm de grosor. 
14. Desparafinar los cortes de parafina con xilol y rehidratarlos en un gradiente de 
etanol a agua (15 min en xilol, y lavados en etanol 100, 90, 70 y 50% durante 5 
min.)  
15. Lavar los cortes en agua (3x 5min.). 
16. Bloquear la actividad interna peroxidada con una solución de hidróxido de 
peróxido al 3% durante 30 min. 
17. Lavar en agua (3 x 5min.). 
18. Lavar en PBS 1X (3 x 5min.) 
19. Incubar las preparaciones 1 hora en PBS 1X + BSA 1% + Triton x-100 0,3%. 
20. Incubar las preparaciones toda la noche a 4 ˚C con el anticuerpo primario 
diluido en PBS 1X + BSA 0,5% + Triton x-100 0,3% en cámara húmeda  
21. Dar lavados con PBS 1X (3 x 5min.) 
22. El sistema de detección utilizado fue el método Envision (Dako), consistente en 
un anticuerpo secundario anti- IgG de conejo desarrollado en cabra acoplado a 
un polímero dextrano marcado con peroxidasa. Incubar con el anticuerpo 
secundariao 30 min en cámara húmeda a temperatura ambiente 
23. Lavar dos veces con PBS durante 5 min.  
24. Revelar la actividad de la peroxidasa utilizando 0.03% de 3,3diaminobenzidina 
(DAB; Sigma, St Louis, MO) (solución de sustrato proporcionada en el kit). 
Incubar 5- 10 min. 
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25. La reacción se detuvo lavando en PBS.  
26. Posteriormente, las secciones fueron deshidratadas y montadas con DPX. 
 
Protocolo 8: Electroporación de células 3T3-L1 utilizando el sistema de 
Gene Pulse Xcell(BioRad). 
1. Lavar dos veces con  20 ml de PBS las células sembradas en placas de 150 mm2.  
2. A continuación, levantar las células de forma mecánica en un volumen de 10 ml 
de PBS por placa. 
3. Centrifugar las células a 890 rpm durante 5 min. 
4. Se lavan las células resuspendiéndolas en 20 ml de D-PBS (Dulbecco-PBS sin 
Mg+2 ni Ca+2, Referencia: GibcoBRL, Cat # 14190-029). 
5. Centrifugar las células a 890 rpm 5 min y repetir el lavado. 
6. Resuspender el pellet en 100 μl  de D-PBS/placa de 150 mm utilizada para 
estudios de funcionales. Para estudios de imagen, resuspender el pellet en 200 
μl/ placa de 150 mm utilizada y realizar dos electroporaciones/placa. 
7. A continuación, poner la cantidad de de plásmido (50 μg de plásmido) o siRNA 
(2 nmoles) en la cubeta de electroporación. Las cubetas utilizadas son de 0,2 
cm de grosor.  
8. Añadir 100 μl de células resuspendidas en D-PBS. Mezclar bien. 
9. Utilizar el programa: 500 μF de capacitancia,  0,11 Kv. Dar un pulso. 
10.  Inmediatamente después de electroporar, añadir 1ml de medio completo a las 
células electroporadas.  
11.  Pasar las células  a un tubo con medio completo y esperar 10 minutos. 
12. A continuación, sembrar las células en placas de 35 mm. Si se necesita utilizar 
cubres, se debe utilizar colágeno (0,77 mg/ml) para que se peguen bien las 
células al cristal.  
13. Cambiar el medio a las células electroporadas a las 12-24 h.  
Protocolo 9: Medida de actividad lipolítica celular. 
La cuantificación de glicerol libre en medio se llevó a cabo como se describe a 
continuación: 
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- Centrifugar el medio de tratamiento a 8000 rpm durante 5 min para eliminar 
los posibles restos celulares.  
- Añadir 100 μl del medio de cada tratamiento a cubetas de espectrofotómetro y 
800 μl del reactivo de Sigma Free Glycerol Reagent. 
- Obtener una curva estándar de concentraciones conocidas de glicerol tal y 
como se muestra en la tabla 6. Añadir 10 μl de cada uno de los puntos y 800 μl 
del reactivo. Hacer La curva estándar en el mismo medio DMEM sin rojo fenol 
en el que se le han dado los tratamientos a las células. 
- Incubar la mezcla (muestra o patrón más reactivo) durante 15 min a 
temperatura ambiente. 
- Medir la absorbancia de las muestras y patrón a 540 nm.  
 
La concentración de glicerol en cada una de las muestras se obtendrá a partir de la 






Solución estándar de 
glicerol sin diluir 260 2824 
1:2,5 104 1129,6 
1:5 52 564,8 
1:10 26 282,4 
1:20 13 141,2 
1:40 6,5 70,6 
1:80 3,25 35,3 
1:160 1,625 17,65 
1:320 0,8125 8,825 
Blanco 0 0 
 
Tabla 6. Recta patrón para la determinación de la concentración de glicerol libre en medio. 
Protocolo 10: Medida de actividad lipogénica celular. 
La cuantificación de triglicéridos intracelulares se llevó a cabo como se describe 
a continuación: 
- Pasar las células por una aguja de 25 G y centrifugar a 13500 rpm a 4 ºC 
durante 10 min. Pasar el sobrenadante a un nuevo eppendorf.  




80    
- Añadir 50 μl de las células de cada tratamiento a cubetas de espectrofotómetro 
y 1 ml del reactivo Infinity Triglycerides Liquid Stable Reagent. 
- Obtener una curva estándar de concentraciones conocidas de triglicéridos tal y 
como se muestra en la tabla 7. Añadir 50 μl de cada uno de los puntos y 1000 μl 
del reactivo. Hacer la curva estándar en el mismo buffer RIPA  en el que se han  
recogido las células. 
- Incubar la mezcla (muestra o patrón más reactivo) durante 5 min. a 37 ˚C. 
- Medir la absorbancia de las muestras y patrón a 500 y 660 nm.  
 
La concentración de glicerol en cada una de las muestras se obtendrá a partir de la 
recta patrón obtenida a partir de la diferencia de absorbancias cuantificadas y las 






Solución estándar de 
glicerol sin diluir 
200 2,26 
1:2 100 1,13 
1:4 50 0,565 
1:8 25 0,2825 
1:16 12,5 0,1412 
1:32 6,25 0.0706 
1:64 3,125 0,0353 
1:128 1,5625 0,01765 
1:256 0,7812 0,08825 
Blanco 0 0 
 
Tabla 7. Recta patrón para la determinación de la concentración de triglicéridos intracelulares.  
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4.1. Rab18 en modelos animales. 
Previamente, diferentes estudios han demostrado la presencia de Rab18 en la 
superficie de las gotas lipídicas (Brasaemle et al., 2004; Liu et al., 2004; Martin et al., 
2005; Ozeki et al., 2005). Sin embargo, todos estos estudios se han llevado a cabo en 
líneas celulares, no existiendo hasta la fecha ningún trabajo sobre la expresión de 
Rab18 a nivel tisular. Por ello, en este estudio nos propusimos en primer lugar 
comprobar la presencia de Rab18 en tejido adiposo murino, así como su localización 
intracelular específica. En particular, mediante western blot analizamos el contenido 
de Rab18 en extractos proteicos de tejido adiposo de rata y en adipocitos individuales 
obtenidos tras la dispersión mecánico/enzimática de dicho tejido. Estos análisis se 
llevaron a cabo tanto en tejido adiposo visceral como subcutáneo, ya que se ha 
descrito previamente que estos depósitos presentan diferencias importantes en 
cuanto a la expresión de distintos genes y a su respuesta frente a diferentes 
reguladores extracelulares (Tchkonia et al., 2007). Por otra parte, la localización 
intracelular de Rab18 se analizó utilizando tanto inmunohistoquímica de cortes de 
tejido adiposo visceral como inmunocitoquímica de fluorescencia de adipocitos 
maduros separados. 
Así pues, mediante estas aproximaciones experimentales hemos podido 
demostrar que Rab18 se expresa tanto en tejido adiposo visceral como subcutáneo de 
rata. Además, comparando la producción de Rab18 en las distintas fracciones que 
componen el tejido adiposo, pudimos comprobar que esta GTPasa se expresa tanto en 





Fig.18. Análisis del contenido proteico de Rab18 en tejido adiposo de rata. Los niveles de 
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(TA) visceral  y subcutáneo, así como en las diferentes fracciones resultantes de la separación 
de los distintos componentes celulares de dichos tejidos: adipocitos maduros (AM) y fracción 
de estroma vascular y preadipocitos (P). Como control positivo se utilizó tejido de hipófisis 
(HIP). En todos los casos, se utilizó como estándar interno la proteína β-actina. 
 
Por otra parte, la inmunohistoquímica contra Rab18 en cortes de tejido adiposo 
visceral de rata reveló la existencia de inmunoreactividad en la superficie de la gran 
gota lipídica central, así como alrededor de las gotas lipídicas pequeñas situadas entre 




Fig.19. Inmunohistoquímica de Rab18 en tejido adiposo visceral de rata. Los cortes se 
inmunotiñeron con el anticuerpo de anti-Rab18 de rata (1:500). Las fechas indican la presencia 
de inmunoreactividad para Rab18 en la superficie de la gota lipídica central así como de las 
gotas de pequeño tamaño. Barra de escala 25 μm. 
 
Estudios de inmunofluorescencia y microscopia confocal de adipocitos maduros 
aislados a partir de tejido adiposo de ratón mostraron que, al igual que lo observado 
en cortes de tejido, Rab18 se distribuye en torno a la gran gota lipídica central y a las 




Fig.20. Inmunocitoquímica de fluorescencia para Rab18 en adipocitos maduros tejido 
adiposo visceral de ratón. Las células se inmunotiñeron con el anticuerpo de anti-Rab18 de 
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tamaño así como en las gotas más pequeñas. En azul se muestra el núcleo teñido con DAPI. 
Barra de escala 25 μm. 
 
Estos resultados confirman que Rab18 se expresa en tejido adiposo, tanto 
visceral como subcutáneo y que en adipocitos maduros la GTPasa se localiza 
preferentemente alrededor de las gotas lipídicas, al igual que ocurre en líneas celulares 
adipocitarias y no adipocitarias (Brasaemle et al., 2004; Liu et al., 2004; Martin et al., 
2005; Ozeki et al., 2005). 
 
A raíz de estos resultados, nos propusimos analizar los mecanismos de 
regulación de la expresión de Rab18 en el tejido adiposo. Concretamente, analizamos 
la expresión de Rab18 durante el desarrollo postnatal de rata, la regulación hormonal a 
la que se encuentra sometida la expresión de la proteína en este tipo de tejido y el 
efecto del estado metabólico del organismo sobre la expresión de esta GTPasa en los 
depositos visceral y subcutáneo. Para ello, se evaluó el contenido de ARNm de Rab18 
mediante RT-PCR en muestras de tejido adiposo procedentes de los diferentes 
modelos experimentales que se detallan a continuación.  
 
4.1.1. Expresión de Rab18 durante el desarrollo potsnatal. 
En primer lugar, analizamos la evolución de la expresión de Rab18 en tejido 
adiposo visceral de ratas Sprague-Dawley macho y hembra a lo largo del desarrollo 
postnatal. Concretamente, analizamos los niveles de ARNm a los días P15, P45, P60 y 
P90. Como se muestra en la Figura 21, el nivel de transcritos de Rab18 no pudo ser 
detectado en machos ni en hembras en el estadio más temprano incluido en este 
estudio, P15. Sin embargo, la expresión de Rab18 en el tejido adiposo aumentó 
fuertemente en ambos sexos a P45, manteniéndose los niveles elevados en los  
estadios posteriores analizados (P60 y P90). Por otra parte, no se detectaron 
diferencias significativas relacionadas con el género en la tasa de expresión de Rab18 
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Fig.21. Expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral durante el desarrollo postnatal de rata. 
Los niveles de ARNm de Rab18 fueron evaluados mediante RT-PCR cuantitativa en muestras 
procedentes de machos (en negro) y de hembras (en blanco) a los días indicados. Los datos 
representan la media ± SEM de, al menos, 4 animales. n.d., no detectable. 
 
 
4.1.2. Expresión de Rab18 en tejido adiposo bajo diferentes condiciones 
metabólicas. 
 Para profundizar en el estudio de la regulación de Rab18 en el tejido adiposo en 
relación al estado metabólico del organismo, utilizamos muestras de tejido adiposo 
visceral y subcutáneo procedentes de ratones adultos sometidos a distintas 
condiciones experimentales. Específicamente, analizamos los niveles de expresión de 
Rab18 en muestras de tejido adiposo procedentes de ratones sometidos a diferentes 
tiempos de ayuno, de ratones con obesidad inducidad por dieta y de animales con 
obesidad inducida genéticamente (ratones deficientes en leptina ob/ob y ratones New 
Zealand que presentan obesidad debida a un polimorfismo genético) mediante RT-PCR 
cuantitativa.  
 En concreto, el efecto de la restricción calórica sobre la expresión de Rab18 en 
el tejido adiposo se analizó en ratones sometidos a ayuno durante 12, 24 y 48 horas. 
Como se muestra en la Figura 22A, los niveles de ARNm de Rab18 en tejido adiposo 
visceral aumentaron de forma dependiente del tiempo, alcanzando un nivel máximo 
transcurridas 24 h de ayuno (11 veces más elevado que el observado en animales 
control). En tejido adiposo subcutáneo (Fig. 22B), al igual que en grasa visceral, se 
observó un incremento en la expresión de Rab18 tras 12 h de ayuno (15 veces superior 
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niveles de ARNm de Rab18 descendieron marcadamente en dicho depósito tras 24 y 
48 h de ayuno, no observándose diferencias significativas con respecto a las 
condiciones control. En conjunto, los resultados anteriores indican que la expresión de 
Rab18 en tejido adiposo visceral y subcutáneo se encuentra aumentada en condiciones 
de ayuno, aunque ambos depósitos responden de manera diferente. Así, el tejido 
adiposo visceral muestra una respuesta tardía (24 h) y sostenida, mientras que en el 
tejido adiposo subcutáneo el incremento de los niveles de ARNm de Rab18 se produce 
más rápidamente (12 h), aunque es una respuesta transitoria. 
 
 
Fig.22. Expresión de Rab18 durante ayuno. Los niveles de ARNm de Rab18 se cuantificaron en 
tejido adiposo visceral  y subcutáneo procedente de ratones alimentados ad libitum (Cont) y 
de ratones sometidos a ayuno durante 12, 24 y 48 h. Los datos representan la media ± SEM de, 
al menos, 5 animales. **, P < 0,01; ***, P < 0,001 vs. su control correspondiente.  
 
A continuación, analizamos el efecto de la obesidad, condición que conlleva 
importantes alteraciones en la homeostasis lipídica (Shoelson et al., 2007), sobre la 
expresión de Rab18 en tejido adiposo. Para ello, cuantificamos el contenido de ARNm 
de Rab18 en muestras de tejido adiposo visceral y subcutáneo procedentes de ratones 
con obesidad inducida por dieta y de ratones con obesidad inducida de forma genética 
(ratones ob/ob y New Zealand).  
 
En el caso de obesidad inducida por dieta, los ratones fueron alimentados con 
una dieta baja o rica en grasa durante 10 ó 16 semanas. A las 10 semanas, los niveles 
de ARNm de Rab18 resultaron 6 veces mayores en ratones alimentados con la dieta 
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similar, la expresión de Rab18 en tejido adiposo subcutáneo fue 10 veces mayor en 
ratones alimentados con la dieta rica en grasa que en los que se les administró una 
dieta con bajo contenido en grasa (Fig. 23B). De este modo, estos resultados sugieren 
que el exceso calórico induce en tejido adiposo, tanto visceral como subcutáneo, un 
incremento en la expresión de Rab18.  A 16 semanas de dieta alta en grasa también se 
observó un incremento en la expresión de Rab18, aunque el efecto observado no fue 
tan marcado como tras 10 semanas de alimentación con dicha dieta (1,44 y 1,83 veces 
mayores que en animales alimentados con una dieta con bajo contenido en grasa, 




Fig.23. Expresión de Rab18 en ratones con obesidad inducida por dieta. Los niveles de ARNm 
de Rab18 se cuantificaron en tejido adiposo visceral (A y C) y subcutáneo (B y D) procedente de 
ratones alimentados con dieta baja (LFD) o alta en grasa (HFD) durante 10  ó 16 semanas. Los 
datos representan la media ± SEM de, al menos, 3 animales. *, P < 0,05; ***, P < 0,001 vs.  
animales controles (LFD). 
  
Por otra parte, el análisis de los niveles de ARNm de Rab18 mediante RT-PCR de 
muestras de tejido adiposo visceral (Fig. 24A) o subcutáneo (Fig. 24B) procedentes de 
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comparada con la expresión de la GTPasa en muestras de tejido adiposo de ambos 
depósitos corporales obtenidas a partir de ratones controles delgados. 
Específicamente, la cantidad de transcritos de Rab18 fue, respectivamente, 400 y 300 
veces mayor en tejido adiposo visceral y subcutáneo de ratones ob/ob que en 




Fig.24. Expresión de Rab18 en ratones ob/ob. Los niveles de ARNm de Rab18 se cuantificaron 
en tejido adiposo visceral y subcutáneo procedente de ratones delgados (Cont) y de ratones 
obesos deficientes en leptina (ob/ob). Los datos representan la media ± SEM de, al menos, 5 
animales. ***, P < 0,001 vs. animales delgados. 
 
 De manera similar, se cuantificaron los niveles de ARNm de tejido adiposo 
visceral procedente de ratones obesos New Zealand. En este caso, se observó un 
fuerte incremento en la expresión de Rab18 comparado con el nivel de expresión que 
presentan los ratones delgados control (Fig. 25), si bien estas diferencias no fueron tan 




Fig.25. Expresión de Rab18 en ratones obesos New Zealand. Los niveles de ARNm de Rab18 





90    
obesos New Zealand (NZ). Los datos representan la media ± SEM de, al menos, 3 animales. **, 
P < 0,01 vs. animales delgados. 
 
Utilizando este modelo de ratones obesos, investigamos si la obesidad podría 
influir en la respuesta que presenta el tejido adiposo en relación a la expresión de 
Rab18 bajo condiciones de restricción calórica.  De esta manera, el análisis de los 
niveles de ARNm de Rab18 mediante RT-PCR mostró que, en tejido adiposo visceral, el 
contenido de esta GTPasa estaba aumentado de manera significativa (Fig. 26A), lo que 
fue similar a lo que observado en ratones delgados, si bien el incremento fue mucho 
más moderado que el obtenido en este último grupo. En cuanto a la expresión de 
Rab18 en tejido adiposo subcutáneo, se observó que los niveles de ARNm de esta 
proteína aumentaron tras el ayuno, lo que también se observó en ratones delgados, si 
bien las diferencias observadas en el caso de ratones New Zealand fueron 




Fig.26. Expresión de Rab18 en ratones obesos New Zealand bajo restricción calórica. Los 
niveles de ARNm de Rab18 se cuantificaron en tejido adiposo visceral y subcutáneo 
procedente de ratones obesos New Zealand alimentados ad libitum (Cont) o bajo condiciones 
de ayuno (48h). Los datos representan la media ± SEM de, al menos, 3 animales. *, P < 0,05 vs. 
animales controles. 
 
El conjunto de estos resultados sugieren que la expresión de Rab18 se modifica 
en tejido adiposo, tanto visceral como subcutáneo, en situaciones en las que está 
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4.1.3. Regulación hormonal de la expresión de Rab18 en tejido adiposo. 
Puesto que el tejido adiposo expresa los receptores para muchas de las 
hormonas liberadas por la hipófisis y por las glándulas diana de la misma (Schaffler et 
al., 2005; Schaffler et al., 2006), nos propusimos analizar si dichas hormonas podrían 
participar en la regulación de la expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral.  
 
En primer lugar, y para tener una idea de la contribución general de la hipófisis 
en la producción de Rab18 en el tejido adiposo, cuantificamos la cantidad de 
transcritos de Rab18 en tejido adiposo visceral de ratas hipofisectomizadas. Estos 
valores se compararon con los obtenidos a partir de muestras de tejido adiposo de 
ratas que habían sido sometidas a la misma intervención quirúrgica pero manteniendo 
la hipófisis intacta (ratas sham-operated). Como se muestra en la Figura 27, los niveles 
de expresión de Rab18 fueron 1,99 veces mayores que en sus correspondientes 




Fig.27. Expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral de ratas hipofisectomizadas. Los niveles 
de ARNm de Rab18 fueron evaluados mediante RT-PCR cuantitativa en muestras procedentes 
de ratas controles (Sham) e hipofisectomizadas (HPX). Los datos representan la media ± SEM 
de, al menos, 6 animales. **, P < 0,01 vs. Sham 
 
Una vez comprobado que la expresión de Rab18 en el tejido adiposo se 
modificaba tras la extirpación de la hipófisis, quisimos profundizar en el análisis de la 
contribución de los diferentes ejes hipofisarios en este proceso. Para ello, utilizamos 
diferentes modelos animales en los que se bloquearon diferentes ejes hipofisarios, 
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 Concretamente, para conocer si la expresión de Rab18 se encuentra regulada 
por hormonas gonadales, se cuantificaron mediante RT-PCR los niveles de transcritos 
de esta GTPasa en ratas macho y hembra adultas sometidas a gonadectomía. En 
ambos casos, se dispuso de un grupo control Sham-operated. Este análisis reveló que 
la expresión de Rab18 en el tejido adiposo no varía de forma significativa tras la 




Fig.28. Análisis mediante RT-PCR de la expresión de Rab18 en tejido adiposo de ratas macho 
y hembra gonadectomizadas (GDX). Los datos están expresados como porcentaje de los 
valores de los controles (Sham) y representan la media ± SEM de, al menos, 3 animales.  
 
El siguiente eje hipofisario analizado fue el eje hipófisis- adrenal. En este caso, 
se utilizaron ratas macho sometidas a adrenolectomía y ratas sham operated. Además, 
se hicieron dos subgrupos de los anteriores, tratándose cada uno durante 8 días con 
dexametasona (40 μg/día, lo que sirve como reemplazo de glucocorticoides) o con 
vehículo. Mediante esta aproximación experimental, pudimos comprobar que la 
adrenolectomía no influye de manera significativa en la expresión de Rab18 en tejido 
adiposo. Además, ni el aumento de los niveles de glucocorticoides en el grupo control 
mediante tratamiento con dexametasona ni el restablecimiento de los niveles de 
glucocorticoides en ratas adrenolectomizadas alteraron de forma significativa la 
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Fig.29. Contribución del eje hipófisis- adrenal en la regulación de la expresión de Rab18. Los 
niveles de ARNm se cuantificaron en el tejido adiposo procedente de ratas adrenolectomizadas 
(ADX) o ratas control (Sham), bien tratadas con vehículo (VH) o con dexametasona 40 μg/día 
(DEX). Todos los datos están expresados como porcentaje de los valores obtenidos a partir de 
las muestras de ratas sham-operated que recibieron inyecciones diarias de vehículo 
(Sham+VH). Los datos representan la media ± SEM de, al menos, 6 animales. 
 
A continuación, analizamos la contribución de la hormona del crecimiento (GH) 
en la regulación de la expresión de Rab18 en tejido adiposo. Para llevar a cabo este 
objetivo, se utilizaron muestras de tejido adiposo de ratas Dwarf, que se caracterizan 
por presentar una mutación causante de una disminución en la liberación hipofisaria 
de dicha hormona, siendo el enanismo aparente a las 4-5 semanas de edad {Charlton 
HM, 1988 #217}. Como control se utilizaron animales con niveles plasmáticos normales 
de GH (ratas Lewis). Como se muestra en la Figura 30, la carencia de GH tampoco 




Fig.30. Análisis de la contribución de la hormona del crecimiento en la regulación de Rab18 





94    
procedente de ratas control (Lewis) o ratas deficientes en GH (Dwarf). Los datos representan la 
media ± SEM de, al menos, 4 animales. 
 
Finalmente, analizamos la influencia del eje hipófisis-tiroides sobre la expresión 
de Rab18 en tejido adiposo. Para ello, utilizamos animales a los que se les indujo hiper- 
o hipotiroidismo (ver sección 3.3.3. de Materiales y Métodos). Como control, se 
utilizaron ratas eutiroideas. Como puede observarse en la Figura 31, el hipertiroidismo 
no varió de forma significativa la expresión de Rab18. Sin embargo, el hipotiroidismo 
provocó un incremento del 34% en los niveles de ARNm de Rab18 en tejido adiposo en 




Fig.31. Influencia del eje endocrino hipófisis-tiroides en la expresión de Rab18 en tejido 
adiposo. Los niveles de ARNm de Rab18 se cuantificaron en tejido adiposo procedente de ratas 
eutiroideas (Eutir), hipertiorideas (Hipertir) e hipotiroideas (Hipotir). Los datos representan la 
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4.2. Rab18 en tejido adiposo humano. 
 De manera similar a los estudios realizados en modelos animales, nos 
propusimos analizar la presencia y localización intracelular de Rab18 en tejido adiposo  
humano, tanto visceral (omental) como subcutáneo, así como el efecto de distintos 
estados metabólicos en la expresión de dicha proteína. Concretamente, analizamos la 
expresión de Rab18 en tejido adiposo procedente de individuos delgados, obesos 
normoglucémicos, obesos con resistencia a insulina y obesos con diabetes mellitus de 
tipo II. 
 
4.2.1. Localización de Rab18 en tejido adiposo humano. 
En primer lugar, quisimos analizar la localización intracelular de Rab18 en 
adipocitos maduros. Para ello, obtuvimos la fracción de adipocitos maduros tras la 
dispersión de tejido adiposo humano, tanto visceral como subcutáneo, y a 
continuación llevamos a cabo una tinción inmunocitoquímica. El análisis de las 
muestras mediante microscopía confocal demostró la presencia de Rab18 en 
adipocitos maduros procedentes de ambos tipo de depósitos, localizándose alrededor 
de la gota lipídica de mayor tamaño. Además, se pudo observar inmunofluorescencia 
alrededor de las gotas lipídicas de menor tamaño (Figura 32). 
 
           
 
Fig.32. Inmunocitoquímica de fluorescencia de Rab18. Se obtuvieron adipocitos maduros 
procedentes de tejido adiposo humano, visceral y subcutáneo. Las células se inmunotiñeron 
con el anticuerpo de anti-Rab18 de rata (1:500) y se observaron mediante microscopía 
confocal. Las fechas de los insertos indican la inmunoseñal de Rab18 alrederdor de gotas 
lipídicas pequeñas y gotas de mayor tamaño. En azul se muestra el núcleo teñido con DAPI. 
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Estos resultados confirman la presencia de Rab18 en tejido adiposo humano, 
tanto visceral como subcutáneo, localizándose alrededor de las gotas lipídicas de 
manera similar a lo observado en los modelos animales utilizados en este estudio. La 
presencia de Rab18 en tejido adiposo humano, unida al hecho de que la expresión de 
Rab18 en ratas y ratones se modifica en situaciones en las que el metabolismo lipídico 
está alterado, como en obesidad y ayuno, nos llevó a abordar el análisis de la 
expresión de Rab18 en individuos delgados y obesos. 
 
 
4.2.2. Expresión de Rab18 en tejido adiposo humano bajo diferentes 
condiciones metabólicas. 
Para ello, se analizaron mediante RT-PCR cuantitativa los niveles de ARNm de 
Rab18 en muestras de tejido adiposo visceral y subcutáneo procedentes de mujeres y 
hombres delgados (BMI = 21.8 ±1.3 kg/m2) y obesos (BMI = 48.2 ± 2.6 kg/m2). Este 
último grupo estaba formado por individuos normoglucémicos, individuos que 
presentan resistencia a insulina y pacientes con diabetes mellitus de tipo II.  
 
En concreto, este análisis reveló que los niveles de ARNm de Rab18 en 
muestras de tejido adiposo visceral procedente de mujeres obesas estaban 
significativamente disminuidos comparados con los niveles observados en mujeres 
delgadas (Figura 33A). En tejido adiposo visceral procedente de hombres existía la 
misma tendencia, es decir, los niveles de ARNm de Rab18 se encontraban disminuidos 
en individuos obesos. Sin embargo, las diferencias observadas en hombres no fueron 
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Fig.33. Expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral humano. Los niveles de ARNm de Rab18 
se midieron mediante RT-PCR cuantitativa en tejido adiposo visceral procedente de mujeres 
(A) y hombres (B), delgados (D), obesos normoglucémicos (NG), obesos insulino-resistentes 
(IR)  y obesos con diabetes mellitus de tipo II Los datos representan la media ± SEM de, al 
menos, 5 individuos. *, P < 0,05; vs. Individuos delgados. 
 
 En cuanto a la expresión de Rab18 en muestras de tejido adiposo subcutáneo, 
se observó que los niveles de ARNm de dicha proteína seguían la misma tendencia que 
en tejido visceral en muestras obtenidas de mujeres, aunque las diferencias obtenidas 
no fueron estadísticamente significativas (Fig. 34A). Por otra parte, en hombres obesos 
se observó que los niveles de expresión de Rab18 se encontraban aumentados con 
respecto a los observados en hombres delgados. Aunque, de nuevo, las diferencias 
tampoco fueron estadísticamente significativas (Fig. 34B).  
   
 
 
Fig.34. Expresión de Rab18 en tejido adiposo subcutáneo humano. Los niveles de ARNm de 
Rab18 se midieron mediante RT-PCR cuantitativa en el tejido adiposo subcutáneo procedente 
de mujeres (A) y hombres (B), delgados (D), obesos normoglucémicos (NG), obesos insulino-
resistentes (IR) y obesos con diabetes mellitus de tipo II Los datos representan la media ± SEM 
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4.3. Rab18 en adipocitos 3T3-L1. 
Todos los estudios in vitro realizados en el este trabajo se han llevado a cabo en 
la línea celular 3T3-L1. Estas células se diferencian a adipocitos tras el tratamiento con 
un cocktail hormonal (insulina, IBMX y dexametasona, ver sección 3.2.3. de Materiales 
y Métodos). El seguimiento del proceso de diferenciación se llevó a cabo mediante el 
uso de Oil Red O, compuesto que se une a los lípidos neutros almacenados en las gotas 
lipídicas. En la figura 35 se muestra una tinción de dichas células a lo largo del proceso 
de diferenciación. Así, a día 0, las células presentan por lo general una morfología 
fibroblástica y una cantidad de gotas lipídicas intracelulares reducida. A medida que 
progresa la diferenciación, las células aumentan de tamaño, adquiriendo una 




Fig.35. Diferenciación de las células 3T3-L1 a adipocitos. Imágenes representativas de 
microscopía confocal de células 3T3-L1 a días 0, 3, 6 y 10 de diferenciación Las gotas lipídicas 
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4.3.1. Evolución de la expresión de Rab18 durante el proceso de 
diferenciación de las células 3T3-L1. 
En primer lugar, cuantificamos la producción de Rab18 en células 3T3-L1 a 
diferentes días de diferenciación adipocitaria. Concretamente, medimos los niveles de 
ARNm y el contenido de proteína mediante RT-PCR y western blot, respectivamente, 
en células a días 0, 3, 6, 10 y 12 en presencia del cocktail de diferenciación. Como se 
muestra en la Figura 36A, la expresión de Rab18 fue significativamente mayor en todos 
los tiempos analizados comparado con la obtenida en células no diferenciadas (día 0). 
Concretamente, la expresión de Rab18 a día 3 fue 3.5 veces mayor que el nivel de 
expresión en células no diferenciadas. A días 6 y 10, el contenido de ARNm de Rab18 
disminuyó con respecto al día 3 de diferenciación, aunque los niveles de expresión se 
mantuvieron un 75% y 50% superiores, respectivamente, que lo observado en células 
no diferenciadas. En cuanto al contenido de proteína de Rab18 a lo largo de la 
diferenciación, el análisis mediante western blot mostró que éste seguía 
aproximadamente la misma tendencia que los niveles de ARNm (Fig. 36B). Así, la 
inmunoreactividad de Rab18 fue muy baja en células no diferenciadas pero aumentó 
significativamente a día 3, manteniéndose los niveles de proteína elevados a lo largo 
del proceso de diferenciación.  
 
 
Fig.36. Expresión de Rab18 durante la diferenciación de las células 3T3-L1. (A) Niveles de 
ARNm de Rab18 en células 3T3-L1 a días 0, 3, 6, 10 y 12 de diferenciación. Los datos 
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células no diferenciadas. (B) Western blot representativo de las variaciones en el contenido de 
proteína de Rab18 durante el proceso de diferenciación de células 3T3-L1 a adipocitos. Como 
referencia de carga se utilizó β-actina. 
 
4.3.2. Regulación de la expresión, contenido proteico y localización 
subcelular de Rab18 en adipocitos 3T3-L1. 
Puesto que nuestros estudios previos en modelos murinos y en humanos 
mostraron que la expresión de Rab18 se encuentra regulada por el estado metabólico 
del organismo, a continuación investigamos el efecto de diferentes reguladores 
conocidos del metabolismo lipídico sobre la síntesis y el nivel de actividad de esta 
GTPasa en células 3T3-L1 diferenciadas (día 10). 
 Como se muestra en la Figura 37, tanto el tratamiento de 24 h con 
isoproterenol 10 μM (estimulador de lipólisis; Brasaemle et al., 2004) como el de 
insulina 100 nM (estimulador de lipogénesis; Saltiel y Kahn, 2001) provocaron un 
incremento significativo de los niveles del ARNm de Rab18 en células 3T3-L1, 
aumentando un 183% y un 108% sobre los niveles basales obtenidos en células 
control, respectivamente. Otros tratamientos incluidos en el presente estudio, como 
dexametasona 100 nM y GH 10 nM (estimuladores de lipólisis; (Xu et al., 2009; 
Zechner et al., 2005)) también incrementaron la expresión de Rab18 en células 3T3-L1, 
aunque los efectos observados no alcanzaron diferencias estadísticas. Por otra parte, 
la exposición de dichas células a tratamientos con otros moduladores del metabolismo 
lipídico en adipocitos, PACAP38 (4,8 nM) o rosiglitazona (10 mM) (estimuladores de 
lipólisis y  lipogénesis, respectivamente (Festuccia et al., 2009; Gericke et al., 2009) no 
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Fig.37. Regulación de la expresión de Rab18 en adipocitos 3T3-L1. Células 3T3-L1 a día 10 de 
diferenciación se trataron con isoproterenol 10 μM (ISO), dexametasona 100 nM (DEX), 
hormona del crecimiento 10 nM (GH), PACAP38 4,8 nM, insulina 100 nM y rosiglitazona 100 
nM. Los niveles de ARNm en células 3T3-L1 diferenciadas se cuantificaron mediante RT-PCR 
cuantitativa. Los datos representan la media ± SEM de 3 experimentos independientes con, al 
menos, tres réplicas cada uno . *, P < 0,05; vs. células no tratadas. 
 
A continuación, analizamos el efecto del isoproterenol y de la insulina sobre el 
contenido proteico de Rab18 en adipocitos 3T3-L1. Tras 24 h de tratamiento con 
isoproterenol 10 μM, el contenido de de Rab18 fue 59% mayor que en células control. 
Por su parte, el tratamiento de 24 h con insulina 100 nM indujo un aumento del 38% 




Fig.38. Regulación del contenido proteico de Rab18 en adipocitos 3T3-L1. Células 3T3-L1 a día 
10 de diferenciación se trataron con insulina 100 nM (INS) o isoproterenol 10 μM (ISO). Los 
extractos proteicos obtenidos a partir de las células se analizaron para Rab18 mediante 
western blot. Los datos representan la media ± SEM de 3 experimentos independientes. Como 
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En conjunto, estos datos indican que factores extracelulares reguladores de la 
homeostasis lipídica en adipocitos, como el isoproterenol y la insulina, son capaces de 
inducir la síntesis de Rab18 en estas células, lo que sugiere un papel de esta GTPasa en 
los mecanismos moleculares activados durante la regulación del metabolismo lipídico. 
 
Por otra parte, investigamos los cambios en la distribución intracelular de 
Rab18 en adipocitos 3T3-L1 en respuesta a isoproterenol e insulina mediante 
inmunocitoquímica y microscopia confocal. Este análisis mostró que, en condiciones 
basales, la inmunoseñal de Rab18 se localizó preferentemente de forma punteada en 
todo el área celular, y en menor medida en torno a las gotas lipídicas (Figura 39A). Sin 
embargo, tras el tratamiento de las células con isoproterenol a 10 μM la inmunotinción 
de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas aumentó de forma considerable (Figura 39A). 
Además, también se analizó la localización intracelular de Rab18 mediante 
fraccionamiento celular en gradiente de sacarosa. Estos estudios mostraron que, en 
condiciones basales, Rab18 se localiza mayoritariamente en las fracciones de baja 
densidad, que corresponden con las fracciones enriquecidas en gotas lipídicas. Sin 
embargo, tras la estimulación de la lipólisis mediante tratamiento con isoproterenol, el 
contenido de Rab18 en esas fracciones aumentó un 20% (Figura 39B, panel superior). 
Asimismo, este tratamiento también provocó la acumulación de Rab18 en las 
fracciones más densas, donde sedimentan las membranas intracelulares, incluyendo 
las del retículo endoplasmático, tal como demuestra la presencia de 
inmunoreactividad para la calnexina, proteína marcadora de dicho orgánulo 
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Fig.39.Localización intracelular de la proteína Rab18 en adipocitos 3T3-L1. El estudio de la  
localización intracelular de Rab18 se llevó a cabo en células 3T3-L1 a día 10 de diferenciación 
bajo condiciones basales (CONT) o tras el tratamiento con isoproterenol 10 μM (ISO) mediante 
inmunofluorescencia y microscopía confocal (A) o fraccionamiento subcelular y western blot 
(B). Barra de escala, 5 μm. 
 
Debido a que el isoproterenol media su acción en adipocitos a través de su 
unión a receptores β-adrenérgicos, a continuación investigamos si la ruta de 
señalización intracelular clásica activada por estos receptores (i.e. AC/AMPc/PKA) es 
responsable de la translocación de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas 
inducida con dicho compuesto. Para ello, sometimos a células 3T3-L1 a tratamientos 
de 4 h con isoproterenol en presencia o ausencia de MDL 12,330A 1 μM (bloqueador 
de la adenilato ciclasa) o H89 1 μM (inhibidor de la proteína quinasa A). Así, 
encontramos que la inhibición de la adenilato ciclasa con MDL 12,330A no afectaba a 
la localización intracelular de Rab18 en condiciones basales (Figura 40A), mientras la 
presencia de MDL 12,330A en el medio de cultivo inhibió el reclutamiento de Rab18 
hacia la superficie de las gotas lipídicas inducida por isoproterenol (Figura 40B). Del 
mismo modo, la inhibición de la PKA mediante el inhibidor H89 no modificó la 
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bloqueó la asociación de Rab18 a la superficie de las gotas lipídicas estimulada por 




Fig.40. Localización intracelular de la proteína Rab18 en adipocitos 3T3-L1 tras la inhibición 
de distintos efectores de la ruta de señalización de los receptores β-adrenérgicos. La 
implicación de la ruta de señalización intracelular de los receptores β-adrenérgicos en la 
translocación de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas inducida por isoproterenol se 
analizó mediante los tratamientos con MDL 12,330A 1 μM (A), MDL 12,330A1 μM + 
isoproterenol 10 μM (B), H89 1 μM (C), o H89 1 μM + isoproterenol 10 μM (D). La localización 
intracelular de Rab18 se visualizó mediante inmunofluorescencia y microscopía confocal. Barra 
de escala, 5 μm. 
 
Cuantitativamente, la intensidad de la inmunoseñal de Rab18 alrededor de las 
gotas lipídicas en células tratadas con isoproterenol resultó 3,4 veces mayor que en 
células en condiciones basales, lo que indica que el isoproterenol induce la 
movilización de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas. Además, el análisis de la 
inmunofluorescencia alrededor de las gotas lipídicas tras los tratamientos combinados 
con MDL12,330A o H89 mostró que las gotas presentaban un contenido de Rab18 
similar a las células no tratadas y significativamente más bajo que el observado en 
células tratadas (Figura 41). A partir de estas observaciones, podemos concluir que el 
reclutamiento de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas inducido por 
isoproterenol está mediado por su unión a receptores β-adrenérgicos y la posterior 
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Fig.41. Cuantificación de la inmunoseñal de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas en 
adipocitos 3T3-L1 tras la inhibición de la ruta de señalización asociada a la activación de los 
receptores β-adrenérgicos. La cantidad de Rab18 asociada a las gotas lipídicas se cuantificó en 
células tratadas con isoproterenol 10 μM (ISO) solo o en combinación con MDL 12,330A 1 μM 
(MDL) o con H89 1 μM. Se analizaron al menos 350 gotas lipídicas por grupo experimental. Los 
datos representan la media ± SEM de 3 experimentos independientes. *, P < 0,05; vs. células 
control; #, P < 0,05; vs. células tratadas con isoproterenol. 
 
 Por su parte, el tratamiento de adipocitos 3T3-L1 con insulina también produjo 
una redistribución de la localización de Rab18 en dichas células. Concretamente, la 
insulina indujo un incremento de la distribución de Rab18 alrededor de las gotas 
lipídicas, distribuyéndose en un anillo continuo en torno a estos orgánulos (Figura 
42A), similar a lo observado tras el tratamiento con isoproterenol. El efecto de la 
insulina sobre la localización celular de Rab18 también se analizó mediante 
fraccionamiento celular y el posterior análisis del contenido de Rab18 en las distintas 
fracciones mediante western blot. Así, la inmunoreactividad para Rab18 en las 
fracciones más ligeras enriquecidas en gotas lipídicas fue un 56% mayor en células 
tratadas con insulina que en células control (Figura 42B, panel superior). Por otra 
parte, el tratamiento con insulina también provocó un aumento del contenido de la 
proteína Rab18 en la fracción más pesada enriquecida en membranas intracelulares, 
coincidiendo con la inmunoseñal correspondiente a calnexina (Figura 42B, panel 
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Fig.42. Localización intracelular de la proteína Rab18 en adipocitos 3T3-L1. El análisis de la  
distribución intracelular de Rab18 se llevó a cabo en células 3T3-L1 a día 10 de diferenciación 
bajo condiciones basales (CONT) o tras el tratamiento con insulina 10 nM (4h) (INS) mediante 
inmunofluorescencia y microscopía confocal (A) o fraccionamiento subcelular y western blot 
(B). Barra de escala, 5 μm. 
 
 Al igual que en el caso del isoproterenol, también analizamos si el cambio en la 
distribución intracelular de Rab18 tras el tratamiento con insulina está mediado por la 
activación de la ruta de señalización intracelular activada por el receptor de la insulina, 
en la que, entre otras, interviene la fosfatidil inositol 3 quinasa (PI3K; (Saltiel y Kahn, 
2001). Para ello, utilizamos el inhibidor de PI3K wortmanina. Así, pudimos observar 
que el tratamiento de 5 h y 30 min con wortmanina 1 μM  no alteró la localización 
intracelular de Rab18 en condiciones basales en ausencia de insulina (Figura 43A), 
mientras que bloqueó completamente la translocación de Rab18 hacia las gotas 
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Fig.43. Localización intracelular de la proteína Rab18 en adipocitos 3T3-L1 tras la inhibición 
de la ruta de señalización de insulina. La implicación de la ruta de señalización intracelular de 
insulina en la translocación de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas inducida por 
insulina se analizó mediante los tratamientos con wortmanina 1 μM  (A) o wortmanina + 
insulina (B). La localización intracelular de Rab18 se visualizó mediante inmunofluorescencia y 
microscopía confocal. Barra de escala, 5 μm. 
 
Cuantitativamente, la localización de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas fue 
5,6 veces mayor tras el tratamiento con insulina comparado con células no 
estimuladas, observándose así un efecto más potente que en el caso del isoproterenol. 
Por su parte, el tratamiento con el inhibidor de la PI3K, wortmanina, no alteró la 
distribución intracelular de Rab18, mientras que el tratamiento combinado con 
insulina y wortmanina bloqueó completamente la translocación de Rab18 hacia la 
superficie de las gotas lipídicas inducida por insulina (Figura 44). En conjunto, estos 
resultados indican que la insulina ejerce su efecto sobre la localización intracelular de 
Rab18 mediante la activación de la cascada de señalización de la PI3K/AKT. 
 
 
Fig.44. Cuantificación de la inmunoseñal de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas en 
adipocitos 3T3-L1 tras la inhibición de la ruta de señalización mediada por insulina. Los 
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100 nM (INS) sola o en combinación con wortmanina 1 μM. Se analizaron al menos 350 gotas 
lipídicas por grupo experimental. Los datos representan la media ± SEM de 3 experimentos 
independientes. *, P < 0,05; vs. células control; #, P < 0,05; vs. células tratadas con insulina. 
 
Por otra parte, la inmunocitoquímica para Rab18 en adipocitos 3T3-L1 tratados 
durante 1 h con isoproterenol 10 μM o insulina 100 nM reveló que, de forma similar a 
lo obtenido tras tratamientos de 4 h con dichos compuestos, también se induce el 
reclutamiento de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas (Figura 45A). 
Concretamente, la cantidad de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas fue 3,63 y 2,52 
veces mayor en células tratadas con isoproterenol e insulina, respectivamente, 
comparados con los niveles observados en células control (Figura 45B). Además, el 
tratamiento conjunto con isoproterenol e insulina durante 1 h también provocó la 
translocación de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas, aunque este efecto no 




Fig.45. Localización intracelular y cuantificación de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas en 
adipocitos 3T3-L1 tras tratamientos cortos con isoproterenol e insulina. El análisis de la 
distribución intracelular de Rab18 se llevó a cabo en adipocitos 3T3-L1 tratados 1 h con 
isoproterenol 10 μM, insulina 100 nM y la mezcla de isoproterenol 10 μM + insulina 100 nM 
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de inmunoseñal de Rab18 asociada a la superficie de gotas lipídicas (B). Se analizaron al menos 
350 gotas lipídicas por grupo experimental. Los datos representan la media ± SEM de 3 
experimentos independientes. *, P < 0,05; **, P < 0,001; vs. células control. Barra de escala, 5 
μm. 
 
4.3.3. Estudios de colocalización de Rab18 y la proteína de la cubierta de 
las gotas lipídicas, perilipina. 
En estudios previos se ha demostrado que la perilipina se encuentra asociada a 
una subpoblación particular de gotas lipídicas que varía dependiendo del estado 
metabólico en el que se encuentran las células (Wolins et al., 2006a). Por lo tanto, en 
el presente estudio nos propusimos determinar si Rab18 se asocia a esta misma 
subpoblación de gotas lipídicas que presentan en su superficie perilipina o, bien, si la 
GTPasa es reclutada a otra subpoblación de gotas lipídicas libre de perilipina. Para ello, 
realizamos estudios de doble inmunofluorescencia y microscopía confocal en células 
3T3-L1 en estado basal y tras el tratamiento de 1 h con isoproterenol 10 μM o insulina 
100 nM.  
Concretamente, en condiciones basales el índice de colocalización de Rab18 y 
perilipina fue bajo (CP= 0.061 ± 0.013; Fig. 46, paneles superiores). Sin embargo, tras el 
tratamiento con isoproterenol o insulina el grado de colocalización entre ambas 
proteínas aumentó significativamente (CP= 0.105 ± 0.055 y 0.130 ± 0.025, después del 
tratamiento con isoproterenol e insulina respectivamente, Fig. 46, paneles centrales e 
inferiores). Estos resultados pusieron, por tanto, de manifiesto que Rab18 y perilipina 
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Fig.46. Colocalización de Rab18 y perilipina. La colocalización en células no tratadas (paneles 
superiores) fue baja, como se muestra en la máscara (Mask) obtenida a partir de los pixeles 
que presentan señal tanto para Rab18 como para perilipina (paneles situados a la derecha, 
sólo muestra los pixeles en los que ambas señales coinciden). Después de 1 h de tratamiento 
con isoproterenol 10 μM e insulina 100 nM (paneles centrales e inferiores, respectivamente), 
la colocalización entre Rab18 y perilipina aumentó significativamente, como se muestra en las 
superposición de imágenes (Merge, en amarillo se muestra los puntos donde existe 
colocalización) o en las máscaras. En los insertos se muestra la colocalización de ambas 
proteínas. Barra de escala, 5 μm. 
 
4.3.4. Estudios de colocalización de Rab18 y proteínas del retículo 
endoplasmático. 
 En un estudio previo, Ozeki y colaboradores (Ozeki et al., 2005) observaron que 
la sobreexpresión de Rab18 conlleva un acercamiento de las gotas lipídicas al retículo 
endoplasmático, por lo que nos propusimos investigar si este proceso está mediado 
por señales lipolíticas y lipogénicas. Para ello, analizamos el grado de colocalización de 
Rab18 y dos proteínas marcadoras del retículo endoplasmático, calnexina y PDI, en 
adipocitos 3T3-L1 tratados o no con isoproterenol o insulina. Concretamente, en 
condiciones basales, la inmunoseñal de Rab18 raramente colocaliza con calnexina, 
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observación, el grado de colocalización entre ambas proteínas bajo condiciones 
basales fue muy reducido a nivel cuantitativo (CP= -0,040 ± 0,020). Sin embargo, la 
exposición de las células a isoproterenol 10 μM (paneles centrales) o insulina 100 nM 
(paneles inferiores) indujo un aumento significativo en el índice de colocalización entre 
Rab18 y calnexina (CP= 0.035 ± 0.020 y 0.064 ± 0.036 en células tratadas con 




Fig.47. Colocalización de Rab18 y calnexina. El grado de colocalización entre Rab18 y el 
marcador de retículo endoplasmático, calnexina, se evaluó en adipocitos 3T3-L1 no tratados 
(paneles superiores) y en células tratadas 1 h con isoproterenol 10 μM o insulina 100 nM 
(paneles centrales e inferiores, respectivamente). El aumento en el grado de colocalización de 
Rab18 y calnexina inducido por isoproterenol e insulina puede apreciarse en mayor detalle en 
las imágenes mask. Barra de escala, 5 μm. 
 
En cuanto a la colocalización entre Rab18 y PDI, los resultados fueron similares 
a los observados con calnexina, de tal modo que, en condiciones basales, el grado de 
colocalización entre ambas proteínas fue bajo (CP= 0,087 ± 0,019) mientras que la 
estimulación con isoproterenol o insulina indujo un aumento en la colocalización entre 
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Fig.48. Colocalización de Rab18 y PDI. La colocalización entre Rab18 y PDI fue baja en células 
en condiciones basales (paneles superiores). Sin embargo, el tratamiento de 1 h con 
isoproterenol 10 μM o insulina 100 nM provocó un aumento del grado de colocalización entre 
ambas proteínas (paneles centrales e inferiores, respectivamente). El aumento en el grado de 
colocalización de Rab18 y PDI inducido por isoproterenol e insulina puede apreciarse en mayor 
detalle en las imágenes mask. Barra de escala, 5 μm. 
 
4.3.5. Efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre el tamaño de las gotas 
lipídicas.  
Para llevar a cabo los estudios de sobreexpresión, se optimizó las condiciones 
de electroporación de células 3T3-L1. Así, se utilizaron diferentes cantidades de 
plásmido (50, 100, 150, 200 μg de plásmido) observándose posteriormente las células 
en un microscopio de fluorescencia. En todas las concentraciones de plásmido 
utilizadas se obtuvo el mismo grado de transfección celular (80-90%), si bien al 
aumentar la concentración del plásmido se obtuvo una mayor muerte celular. Así, se 
utilizó una concentración de 50 μg de plásmido para llevar a cabo todos los estudios de 
sobreexpresión. 
En la Figura 49 se muestran imágenes representativas de microscopía confocal 
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(células mock; paneles superiores) o con un plásmido que codifica para la proteína 
quimera GFP-Rab18 (paneles inferiores), teñidas con Oil Red O. En todos los casos, la 
distribución de GFP fue difusa, ocupando todo el citosol y el núcleo, estando, por el 
contrario, ausente en el interior de las gotas lipídicas. Por otra parte, GFP-Rab18 se 
localizó alrededor de las gotas lipídicas en todas las condiciones analizadas. En 
condiciones basales, la proteína Rab18 endógena presentó una distribución 
intracelular punteada alrededor de las gotas lipídicas y en citosol. Cuando se 
sobreexpresa Rab18, prácticamente toda la proteína se localizó alrededor de la gota en 





Fig.49. Localización intracelular de GFP y GFP-Rab18 en adipocitos 3T3-L1. Las células se 
electroporaron con los vectores de expresión GFP y GFP-Rab18 (en verde) a día 6 de 
diferenciación. Tras 48 h de cultivo, las células se trataron con isoproterenol 10 μM e insulina 
100 nM durante 1 h. A continuación, las células se fijaron y los lípidos intracelulares se tiñeron 
con Oil Red O (en rojo) y se visualizaron mediante microscopía confocal. Barra de escala, 5 μm. 
 
Profundizando en el análisis de la localización de GFP-Rab18 alrededor de la 
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se muestra una proyección en el eje Z de una gota lipídica, pudiéndose observar que, 
en condiciones basales, GFP-Rab18 se localiza formando una estructura alrededor de la 
gota lípidica que no la engloba completamente, lo que se puede observar mejor tras 




Fig.50. Localización de GFP-Rab18 en gotas lipídicas. GFP-Rab18 se localiza alrededor de la 
gota formando un halo (A). Tras la reconstrucción renderizada 3D de la gota obtenida 
utilizando el software Imaris (Bitplane), se pudo observar que Rab18 no engloba todo el 
volumen de la gota, sino que forma una estructura alrededor de la misma.  Barra de escala, 5 
μm. 
 
La comparación del tamaño medio de la población de gotas lipídicas en células 
que expresan GFP con el de las gotas en células que sobreexpresan GFP-Rab18 reveló 
que, en este último grupo, las gotas lipídicas fueron significativamente más grandes 
que en células mock, tanto en condiciones basales como tras la estimulación con 
isoproterenol e insulina. En este sentido, fue llamativo el fuerte efecto de la insulina 




Fig.51. Efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre el tamaño de las gotas lipídicas. El 
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GFP o GFP-Rab18 se cuantificó en condiciones basales y tras la estimulación con isoproterenol 
o insulina. La sobreexpresión de GFP-Rab18 produjo un incremento general del tamaño de las 
gotas lipídicas *, P < 0.05, **, P < 0.01,  ***, P < 0.001 vs. los grupos indicados en la gráfica. 
 
Además, en todos los casos el aumento del tamaño de las gotas estuvo 
acompañado por una disminución en el número de las mismas, tanto en condiciones 
basales como en condiciones de estimulación de isoptroterenol e insulina (71,46 ± 3,19 
gotas lipídicas/célula en condiciones control y 64,26 ± 6,31 y 65,83 ± 4,38 gotas/célula 
en condiciones de estimulación con isoproterenol e insulina, respectivamente), lo que 
sugiere que la sobreexpresión de Rab18 provoca un aumento en el número de fusiones 
entre gotas lipídicas. 
  
Para analizar en detalle el efecto de la sobreexpresión de Rab18 sobre el 
tamaño de las gotas lipídicas, clasificamos las gotas en diferentes grupos dependiendo 
de su tamaño y calculamos la distribución de frecuencias de estos grupos en 
condiciones basales y tras la estimulación con isoproterenol o insulina. Así, 
encontramos que en células que sobreexpresan GFP, el tratamiento con isoproterenol 
causó un incremento importante en el número de gotas lipídicas pequeñas (el 
intervalo de tamaño comprendido entre 0,3 y 1,2 μm2). En cambio, en este grupo de 
células el tratamiento con insulina provocó un incremento en el número de gotas 
lipídicas de mayor tamaño (entre 2,4 y > 5,4 μm2). Ambos resultados están en 
consonancia con un incremento en la actividad lipolítica y lipogénica celular que se 
produce tras el tratamiento con isoproterenol e insulina, respectivamente (Figura 52, 
panel superior). Por otra parte, en células que sobreexpresaban GFP-Rab18, 
encontramos un cambio de distribución hacia los intervalos de mayor tamaño en 
condiciones basales y tras el tratamiento con isoproterenol (Figura 52, panel inferior). 
En cuanto al tratamiento con insulina, éste no sólo produjo un incremento en el 
número de las gotas lipídicas de mayor tamaño (>5,4 μm2), sino que también indujo un 
aumento del número de gotas de menor tamaño (gotas comprendidas entre los 
tamaños de <0,3 μm2 y 0,9 μm2) (Figura 52, panel inferior), lo que podría representar 
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Fig.52. Efecto de la sobreexpresión de Rab18 en la distribución de tamaño de las gotas 
lipídicas en adipocitos 3T3-L1. El tamaño medio de la población de gotas lipídicas presentes en 
células que sobreexpresaban GFP o GFP-Rab18 se cuantificó en condiciones basales y tras la 
estimulación con isoproterenol o insulina 
 
 Además, quisimos analizar la distribución intracelular del mutante 
constitutivamente activo de Rab18, para lo cual transfectamos adipocitos 3T3-L1 con 
un plásmido que codifica GFP-Rab18(Q67L) y teñimos las células con Oil Red O. Tras el 
análisis por microscopía confocal, se observó que dicho mutante se localizaba 
alrededor de las gotas lipídicas en todas las condiciones analizadas, de manera similar 
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Fig.53. Localización intracelular de GFP-Rab18(Q67L). Las células se electroporaron con el 
vector de expresión GFP-Rab18(Q67L) (en verde) a día 6 de diferenciación. Tras 48 h de cultivo, 
las células se trataron con isoproterenol 10 μM e insulina 100 nM durante 1 h. A continuación, 
las células se fijaron y los lípidos intracelulares se tiñeron con Oil Red O (en rojo) y se 
visualizaron mediante microscopía confocal. Barra de escala, 5 μm. 
 
4.3.6. Contribución de Rab18 en los procesos de lipólisis y lipogénesis.  
  El conjunto de nuestros resultados, así como los de otros autores (Martin et al., 
2005) sugieren que Rab18 podría participar en el control del metabolismo lipídico en 
adipocitos. Por ello, a continuación nos propusimos investigar la función de Rab18 en 
relación a la actividad lipolítica y lipogénica en adipocitos 3T3-L1. 
  En concreto, evaluamos la participación de Rab18 en la actividad lipolítica en 
condiciones de sobreexpresión o silenciamiento de Rab18, cuantificando la 
concentración de glicerol libre liberado al medio tras el tratamiento de las células con 
el agente lipolítico forskolina. Como se muestra en la Figura 54A, la sobreexpresión de 
GFP-Rab18 provocó un aumento del 44% en la liberación de glicerol al medio de 
cultivo en condiciones basales, imitando el efecto de la forskolina en células mock 
(33% superior al observado en condiciones basales). Además, bajo condiciones de 
sobreexpresión de Rab18, la forskolina fue incapaz de aumentar los niveles 
extracelulares de glicerol por encima de los valores alcanzados por el mismo grupo 
experimental en ausencia de forskolina, lo que sugiere que la actividad lipolítica en 
células que sobreexpresan la GTPasa se encuentra al máximo de su capacidad. De 
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por tanto, constitutivamente activo Rab18(Q67L), también provocó un incremento 
significativo de la actividad lipolítica basal en adipocitos 3T3-L1 (Figura 54A). 
  Por otra parte, también llevamos a cabo experimentos de silenciamiento, para 
lo cual se optimizó previamente tanto la concentración de siRNA como el tiempo 
necesario para obtener una reducción de la proteína de Rab18. Así, utilizando 2 
nmoles de una secuencia comercial específica de siRNA para Rab18 se redujo 
aproximadamente un 60% los niveles de ARNm de Rab18 y un descenso del 70% en los 
de proteína tras 72 h (inserto en las figuras 54B y 55B). Como control, se utilizó la 
misma concentración de una secuencia de siRNA comercial considerada como control 
negativo. En estas condiciones, la liberación de glicerol no resultó alterada en células 
transfectadas con un siRNA control, mientras que en las células transfectadas con el 
siRNA específico para Rab18 se inhibió la respuesta estimuladora de la forskolina. 
(Figura 54B).  
 
 
Fig.54. Efecto de la sobreexpresión o silenciamiento de Rab18 en la actividad lipolítica celular 
en respuesta a forskolina. La liberación de glicerol inducida por forskolina se evaluó en células 
que sobreexpresan GFP-Rab18 y Rab18(Q67L) (A) o en células silenciadas para Rab18 (B). 
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lipolítica celular en condiciones basales y bloqueó el efecto estimulador de la forskolina. En el 
inserto de la figura B se muestra la cuantificación del contenido de ARNm de Rab18 en células 
en las que Rab18 estaba silenciada y un western blot representativo, observándose en ambos 
casos una marcada reducción del contenido intracelular tanto de ARNm como de proteína tras 
72 h de silenciamiento. Dicha disminución no provocó variaciones en la liberación del glicerol 
en condiciones basales pero inhibió la lipólisis inducida por forskolina. Como control, se 
utilizaron células electroporadas con GFP sólo o con un siRNA control negativo en los 
experimentos de sobreexpresión y silenciamiento, respectivamente. Los datos representan la 
media ± SEM, de al menos, 3 experimentos. *, P < 0.05; **, P < 0.01 vs. células control. 
 
  Para estudiar la posible participación de Rab18 en la actividad lipogénica de 
adipocitos 3T3-L1, se llevaron a cabo experimentos de sobreexpresión y silenciamiento 
similares a los descritos en el caso anterior, evaluándose el contenido intracelular de 
triglicéridos en ausencia o presencia de insulina. Como muestra la Figura 55A, la 
sobreexpresión de Rab18 provocó un incremento del 38% en la actividad lipogénica 
basal. No obstante, el tratamiento con insulina no fue capaz de aumentar los niveles 
intracelulares de triglicéridos acumulados en los adipocitos 3T3-L1 por encima de los 
alcanzados por el mismo grupo experimental en condiciones basales. En este sentido, 
el uso del mutante constitutivamente activo Rab18(Q67L) también provocó un efecto 
estimulador sobre la lipogénesis basal similar al inducido por la insulina en células 
transfectadas con el control GFP. Por otra parte, el silenciamiento de Rab18 no indujo 
ningún efecto sobre los niveles de triglicéridos intracelulares acumulados, pero 
bloqueó el efecto estimulador de la insulina (Figura 55B).  
Estos resultados sugieren que Rab18 participa en el control tanto de lipólisis como de 
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Fig.55. Efecto de la sobreexpresión o silenciamiento de Rab18 en la actividad lipogénica 
celular en respuesta a insulina. El contenido intracelular de triglicéridos se evaluó en células 
que sobreexpresan GFP-Rab18 y Rab18(Q67L) (A) o en células silenciadas para Rab18 (B). 
Como se muestra en la gráfica, la sobreexpresión de Rab18 indujo un aumento en la actividad 
lipolítica celular en condiciones basales y bloqueó el efecto estimulador de la insulina. En el 
inserto de la figura B se muestra la cuantificación del contenido de ARNm de Rab18 en células 
en las que Rab18 estaba silenciada y un western blot representativo, observándose en ambos 
casos una marcada reducción del contenido intracelular tanto de ARNm como de proteína, 
respectivamente, tras 72 h de silenciamiento. Dicha disminución no provocó variaciones en el 
contenido de triglicéridos intracelulares en condiciones basales pero inhibió la lipogénesis 
inducida por insulina. Como control, se utilizaron células electroporadas con GFP sólo o con un 
siRNA control negativo en los experimentos de sobreexpresión y silenciamiento, 
respectivamente. Los datos representan la media ± SEM, de al menos, 3 experimentos por 






















 Numerosos estudios se han centrado en el estudio de la regulación endocrina y 
metabólica a la que está sujeto el tejido adiposo. No obstante, los mecanismos 
intracelulares que subyacen en la regulación de la acumulación de triglicéridos, así 
como su hidrólisis y movilización (factores por otro lado críticos en la regulación de la 
homeostasis lipídica) han sido relativamente poco explorados. En el presente trabajo 
hemos llevado a cabo un estudio tanto in vivo, en tejido adiposo procedente de 
modelos animales y humanos, así como in vitro, en células 3T3-L1 diferenciadas a 
adipocitos, con el fin de elucidar las características celulares, moleculares y funcionales 
de Rab18, una proteína perteneciente a la familia de proteínas Rab GTPasas de bajo 
peso molecular que forma parte de la cubierta de  las gotas lipídicas (Martin et al., 
2005; Ozeki et al., 2005). 
 
5.1. Rab18 en modelos animales. 
 Los estudios realizados hasta el momento sobre Rab18 se han llevado a cabo 
exclusivamente en líneas celulares, adipocitarias (3T3-L1 ) o no adipocitarias 
(Brasaemle et al., 2004; Liu et al., 2004; Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005). En el 
presente trabajo, nos planteamos abordar el análisis de esta GTPasa en modelos 
fisiológicos analizando, en primer lugar, su distribución en adipocitos primarios 
aislados de tejido adiposo visceral de rata mediante inmunocitoquímica. Dicho análisis 
nos permitió observar que Rab18 se localiza en la superficie de la gota lipídica de gran 
tamaño característica de este tipo celular, formando un halo. Además, Rab18 también 
rodea las pequeñas gotas situadas entre ésta y la superficie celular de los adipocitos de 
ratas adultas. En esta especie, la expresión de Rab18 no pudo ser detectada en tejido 
adiposo visceral de animales de 15 días, machos o hembras, sugiriendo que esta 
proteína no es necesaria para la expansión inicial del tejido que ocurre en las etapas 
tempranas del desarrollo postnatal. Sin embargo, el contenido de ARNm de Rab18 
aumentó de manera significativa durante la pubertad en ambos sexos, alcanzando un 
nivel máximo a los 45 días tras el nacimiento y manteniéndose elevado en estadios 
posteriores. Este aumento de la expresión de Rab18 en relación con la edad coincide 






rata, que tiene lugar entre P40 y P80, y que está caracterizado por un incremento de la 
actividad lipogénica del tejido y una disminución de la lipólisis (HerrerayAmusquivar, 
2000). Estas observaciones sugieren que Rab18 podría participar en los cambios de 
actividad metabólica que tienen lugar en los adipocitos durante dicho periodo y, en 
particular, en lipogénesis.  
  
 En consonancia con los resultados obtenidos mediante inmunocitoquímica, el 
análisis por western blot confirmó la presencia de una banda inmunorreactiva para 
Rab18 en extractos procedentes de adipocitos maduros, tanto de tejido adiposo 
visceral como subcutáneo. Adicionalmente, estos análisis revelaron que, además de en 
esta fracción, Rab18 también está presente en la fracción de estroma vascular del 
tejido adiposo, presumiblemente en los preadipocitos incluidos en la misma, lo que 
sugier que, además de participar en el control del metabolismo lipídico en células 
maduras, esta proteína podría jugar un papel en el proceso de diferenciación.  
 
 Por otra parte, el uso de modelos animales sometidos a diferentes condiciones 
metabólicas nos permitió profundizar en el conocimiento de la regulación a la que está 
sometida la expresión de Rab18 en tejido adiposo, visceral y subcutáneo. Nuestros 
resultados en ratones mostraron que el ayuno prolongado produce un fuerte 
incremento en los niveles de ARNm de Rab18 dependiente del tiempo, lo que apoya la 
participación de esta proteína en la respuesta adaptativa que tiene lugar en el tejido 
adiposo durante periodos de restricción calórica para mantener la homeostasis lipídica 
del organismo. Este aumento en la expresión de Rab18 también se mantiene en 
condiciones de restricción calórica cuando se parte de una situación de obesidad, ya 
que los ratones obesos New Zealand sometidos a ayuno también muestran un 
incremento en la cantidad de transcritos de Rab18 en el tejido adiposo, si bien este 
aumento es menor que en animales delgados. 
En conjunto, estos datos permiten sugerir una relación entre la función de Rab18 y la 
activación de la lipólisis característica del estado de ayuno. En este sentido, está 
claramente establecido que, en tales condiciones, la actividad lipolítica de los 






tejido adiposo (Brasaemle, 2010). Esta ruta es iniciada por la activación de receptores 
β-adrenérgicos que provocan el incremento de la actividad de la adenilato ciclasa (AC), 
la elevación de los niveles intracelulares de AMPc y, con ello, la activación de la PKA. 
Posteriormente, PKA fosforila la proteína de la superficie de las gotas lipídicas 
perilipina A en residuos de serina de su extremo amino terminal, lo que permite e la 
accesibilidad de la lipasa sensible a hormonas (HSL) al contenido de las gotas 
lipídicas(Bezaire y Langin, 2009; Brasaemle, 2010). Al mismo tiempo PKA también 
fosforila a HSL, lo que induce la translocación de esta proteína hacia la superficie de las 
gotas lipídicas y la hidrólisis de los triglicéridos acumulados en su interior (Brasaemle, 
2010). Por otra parte, el ayuno también induce un aumento de la actividad lipolítica a 
través de otras rutas de señalización independientes de AMPc menos conocidas. Estas 
rutas pueden actuar de forma independiente o en coordinación con la señalización 
llevada a cabo por el AMPc con el fin de lograr satisfacer las necesidades energéticas 
del organismo bajo condiciones de restricción calórica. Entre ellas se encuentran la 
activación de PLC/PKC mediada por pancreastatina, la ruta de los ésteres de 
forbol/PKC/MAPK, la liberación de calcio intracelular dependiente de PLC/CAMK, el 
péptido natriurético atrial y el óxido nítrico (Carmen y Victor, 2006). Se ha descrito 
que, al menos, algunas de estas señales pro-lipolíticas independientes de AMPc 
también estimulan la lipólisis mediante fosforilación de HSL y de perilipina A, como 
ocurre en la ruta de señalización dependiente de AMPc (Fricke et al., 2004; Sengenes 
et al., 2003). En este escenario, y dado la complejidad del sistema, cabría pensar que 
Rab18 puede representar un nuevo componente de la maquinaria multifactorial 
responsable del mantenimiento de un balance estricto en la homeostasis lipídica. Aún 
no conocemos la función exacta de Rab18 en adipocitos bajo condiciones de ayuno, 
pero teniendo en cuenta que Rab18 se asocia a la superficie de las gotas lipídicas tras 
la estimulación de la lipólisis por el análogo β-adrenégico isoproterenol, como se ha 
mostrado previamente (Martin et al., 2005) y se ha confirmado en este estudio, y que 
la expresión de Rab18 aumenta en condiciones de una demanda lipolítica elevada 
(como ocurre en ayuno prolongado), esta GTPasa podría participar bien facilitando la 






formados a partir de la hidrólisis de los triglicéridos (glicerol y ácidos grasos) de las 
gotas lipídicas.  
 
 Por otra parte, nuestros resultados muestran que los niveles de ARNm de 
Rab18 en tejido adiposo visceral y subcutáneo se encuentran aumentados en 
condiciones de obesidad genética inducida por hiperfagia debida a la deficiencia de 
leptina (ratones ob/ob) o por alteraciones poligénicas (ratones New Zealand), así como 
en obesidad inducida por una dieta rica en grasa. Esto sugiere que Rab18 también 
podría contribuir en los cambios que ocurren en la actividad metabólica del tejido 
adiposo en condiciones de exceso de energía, como sucede en obesidad. En obesidad, 
el tejido adiposo aumenta la síntesis de triglicéridos (lipogénesis), lo que conlleva la 
acumulación de éstos en el interior de gotas lipídicas. En esta condición de exceso 
energético existen múltiples variables que afectan a la homeostasis lipídica. Cuando la 
adiposidad incrementa, también se produce una mayor infiltración de macrófagos en 
el tejido adiposo que producen y secretan factores pro-inflamatorios (Weisberg et al., 
2003; Xu et al., 2003). Un grupo de estas citoquinas pro-inflamatorias (TNF-α e IL-6) 
inhiben los procesos de lipogénesis inducidos por insulina y además, promueven un 
aumento de la lipólisis mediante la reducción del contenido celular de la proteína 
perilipina A, lo que finalmente facilita la accesibilidad de la HSL a la superficie de las 
gotas y el incremento en la liberación de ácidos grasos y glicerol al torrente sanguíneo 
(Yang et al., 2008b; Zhang et al., 2002). Recientemente, se ha demostrado que estos 
factores también son producidos y secretados por los adipocitos, pudiendo actuar 
como reguladores paracrinos/autocrinos de la función del adipocito  (Ahima, 2005; 
Ronti et al., 2006). Así pues, a raíz de nuestros resultados podemos sugerir que en 
obesidad, al igual que en ayuno, el incremento de la expresión de Rab18 puede 
relacionarse con la asociación de la proteína HSL a la superficie de las gotas lipídicas 
y/o el transporte de los productos derivados de la lipólisis de triglicéridos hacia el 
exterior de las gotas lipídicas.  
 
Estos estudios también desvelaron diferencias en la regulación de la expresión 






más marcadas en los experimentos de ayuno, donde el tejido adiposo visceral mostró 
un fuerte incremento de la expresión de Rab18 a lo largo del periodo de restricción 
calórica analizado, mientras que el tejido adiposo subcutáneo exhibió un fuerte 
aumento a las 12 h de ayuno y, posteriormente, los niveles de ARNm de Rab18 
disminuyeron hasta alcanzar los valores de muestras obtenidas a partir de los animales 
control. Sin embargo, el incremento de la expresión de Rab18 observado en 
condiciones de obesidad fue similar en tejido adiposo visceral y subcutáneo, tanto en 
ratones genéticamente obesos como en ratones con obesidad inducida por dieta. En 
conjunto, estos resultados sugieren que ambos tipos de tejido adiposo son 
heterogéneos en cuanto a los cambios funcionales que se producen en periodos de 
deficiencia energética. De hecho, existen evidencias que demuestran que ambos 
depósitos son diferentes en relación, entre otras, a la producción de adipoquinas, 
actividad metabólica, capacidad proliferativa y tamaño de adipocitos, así como a su 
diferente contribución en el desarrollo de enfermedades relacionadas con el 
metabolismo lipídico (Niesler et al., 1998; Van Harmelen et al., 2004; Wajchenberg et 
al., 2002).  
 
Además de la modificación del nivel de ARNm de Rab18 en el tejido adiposo 
inducido por cambios en el estado metabólico/energértico del organismo, la 
eliminación de la hipófisis también alteró la expresión de la GTPasa en este tejido. 
Específicamente, los niveles de ARNm de Rab18 aumentaron de forma significativa en 
ratas hipofisectomizadas lo que sugiere que las hormonas liberadas por la hipófisis y/o 
las hormonas liberadas por las glándulas diana de la misma actúan como reguladores 
de la expresión de Rab18 en el tejido adiposo. Sin embargo, ningún procedimiento 
experimental llevado a cabo para bloquear los diferentes ejes hipofisarios alteró el 
patrón de expresión de Rab18 en el tejido adiposo, excepto la inducción de 
hipotiroidismo, que, de manera similar a lo observado en animales hipofisectomizados, 
provocó un aumento significativo del contenido de ARNm de Rab18. Por tanto, se 
podría proponer que el efecto provocado por la hipofisectomía en la expresión de 
Rab18 en el tejido adiposo puede estar mediado por un descenso de los niveles 






TSH. De hecho, la reducción o ausencia de la señalización de las hormonas tiroideas, 
como ocurre en ratones que presentan mutaciones “null” en los receptores de dichas 
hormonas, provocan importantes desórdenes metabólicos que directamente afectan a 
la homeostasis lipídica del tejido adiposo (Liu et al., 2003; Sjogren et al., 2007; Ying et 
al., 2007). No obstante, no podemos excluir la posibilidad que otras hormonas 
hipofisarias que afectan directamente al metabolismo lipídico del adipocito, pero que 
no han sido incluidas en este estudio, como la hormona PRL (Brandebourg et al., 
2007), pudieran ser también responsables, al menos en parte, del incremento de la 
expresión de Rab18 en tejido adiposo inducido por la hipofisectomía.  
 
En resumen, el conjunto de estos resultados muestra que la expresión de 
Rab18 siempre aumenta en tejido adiposo visceral y subcutáneo de roedores en 
respuesta a condiciones metabólicas extremas. Así, la expresión de Rab18 aumenta i) 
en estados de actividad lipogénica elevada y actividad lipolítica reducida, como los que 
tienen lugar durante el desarrollo postnatal, ii) en estados de actividad lipolítica 
incrementada debido a la estimulación por catecolaminas, como ocurre en el ayuno 
prolongado, y iii) en estados donde ambas actividades se encuentran aumentadas, 
como en condiciones de obesidad,  en las que se estimula tanto lipogénesis como 
lipólisis. En definitiva, estos datos apoyan la participación de Rab18 en la regulación 
del metabolismo lipídico en adipocitos en diferentes condiciones (pato)fisiológicas, lo 
que se puede llevar a cabo mediante el establecimiento de un equilibrio entre las 
actividades lipolítica y lipogénica del tejido adiposo. 
 
5.2. Rab18 en adipocitos 3T3-L1. 
Para analizar las bases celulares y moleculares que subyacen la función de 
Rab18 en adipocitos, en este estudio hemos utilizado la línea celular 3T3-L1. Así, 
mediante diferentes aproximaciones metodológicas hemos demostrado que la 
expresión de Rab18 aumenta a lo largo de la diferenciación de estas células a 
adipocitos, así como tras la estimulación celular de la lipólisis (tratamiento con 






dichos tratamientos provocan un incremento en la localización de Rab18 alrededor de 
las gotas lipídicas así como un aumento en la colocalización de Rab18 con otras 
proteínas propias de la superficie de las gotas lipídicas (perilipina A) o del retículo 
endoplasmático (calnexina y PDI). Por último, hemos podido observar que variaciones 
en el nivel de expresión de Rab18 en adipocitos 3T3-L1 (sobreexpresión y 
silenciamiento) causa alteraciones en el tamaño de las gotas lipídicas así como en la 
actividad lipolítica y lipogénica basal y estimulada.  
 
En los últimos años, la diferenciación de las células precursoras de adipocitos a 
adipocitos maduros ha adquirido especial importancia debido a que este proceso 
influye de manera importante en el desarrollo de enfermedades metabólicas humanas, 
como la obesidad (Ntambi y Young-Cheul, 2000). No obstante, llevar a cabo este 
estudio in vivo es complicado, ya que en el tejido adiposo sólo existe una pequeña 
proporción de células que presentan la capacidad de diferenciación a adipocitos, los 
preadipocitos, mientras que el resto de tipos celulares que lo componen, adipocitos 
maduros, células del estroma vascular, fibroblastos y células nerviosas, no poseen 
dicha capacidad de diferenciación. Así pues, la mayoría de estudios encaminados a 
investigar este proceso se han realizado hasta el momento en modelos de 
adipogénesis in vitro consistentes en líneas celulares con capacidad de diferenciación a 
adipocitos en respuesta a un cocktail hormonal (Ntambi y Young-Cheul, 2000). La línea 
celular 3T3-L1 representa una de las líneas celulares más frecuentemente utilizadas 
para estudiar este proceso, ya que estas células simulan la diferenciación a adipocitos 
primarios tanto a nivel ultraestructural como funcional. La inducción de la 
diferenciación de las células 3T3-L1 se inicia en respuesta a una mezcla de insulina, 
glucocorticoides (dexametasona), un agente elevador de los niveles de AMPc (IBMX) y 
los factores de crecimiento incluidos en el suero. A continuación, las células atraviesan 
diferentes etapas, que incluyen i) replicación del ADN (día 1), ii) inhibición de 
crecimiento (día 2), iii) expresión de genes de diferenciación tardíos (día 3), que 
conlleva el compromiso de diferenciación, y, finalmente, iv) formación de gotas 
lipídicas (días 5-7) (Ntambi y Young-Cheul, 2000; Student et al., 1980). A nivel proteico, 






C/EBPα y PPARγ (día 1), que serán los responsables la activación de la expresión de, 
entre otras, las proteínas aP2, adiponectina, ácido graso sintasa, leptina, GLUT4, HSL y 
perilipina (día 3), que determinan la adquisición y el mantenimiento del fenotipo 
característico del adipocito (Cartwright et al., 2007). En el presente estudio, 
observamos que la expresión y contenido de proteína de Rab18 en células 3T3-L1 
muestran un pico a día 3 de diferenciación, manteniéndose los niveles de ARNm y 
proteína elevados en el resto de días analizados. Estos resultados sugieren que Rab18 
podría ser un marcador tardío de diferenciación que, junto con las otras proteínas 
expresadas durante este estadio, determinen la adquisición del fenotipo adipocitario. 
También encontramos que los niveles de ARNm y proteína de Rab18 en adipocitos 
3T3-L1 aumentan en respuesta a isoproterenol e insulina. Dado que para que se lleve a 
cabo la diferenciación celular, las células 3T3-L1 requieren la presencia de insulina y de 
niveles de AMPc elevados (similar a los evocados por isoproterenol), sería razonable 
proponer que el incremento en la producción de Rab18 observado durante los 
estadios tempranos del proceso de diferenciación puede ser el resultado de la 
señalización mediada por insulina y AMPc. Desafortunadamente, nuestros resultados 
no nos permiten discernir si el incremento de Rab18 ocurre cronológicamente antes o 
después del compromiso adquirido por las células para su diferenciación a adipocitos, 
pero resulta atractivo suponer que Rab18 pueda jugar un papel relevante en la 
diferenciación de células 3T3-L1 a adipocitos y, por tanto, pueda representar un nuevo 
componente de la maquinaria intracelular responsable del aumento de la adipogénesis 
necesaria para la adquisición del fenotipo adipocitario. Esta idea está sustentada por 
los datos obtenidos durante el desarrollo postnatal en ratas, que muestran un 
aumento en la expresión de Rab18 durante la fase de mayor actividad adipogénica del 
tejido adiposo, la fase de hipertrofia y por los estudios realizados sobre otras proteínas 
Rab, que demuestran su papel crítico en la iniciación del proceso de diferenciación en 
diversos tipos celulares. Por ejemplo, Rab3A estimula la diferenciación de 
oligodendrocitos (Anitei et al., 2009), Rab23 regula la diferenciación de células 
progenitoras de condrocitos (Yang et al., 2008a) y Rab11 es necesario para la 







Por otra parte, en este trabajo también hemos descubierto que tanto agentes 
lipolíticos (isoproterenol) como lipogénicos (insulina) inducen la producción de Rab18 
en adipocitos 3T3-L1, pero que otros inductores de lipólisis y lipogénesis, como GH, 
PACAP, dexametasona o roziglitazona, no alteran los niveles de Rab18 en estas células. 
Esto indica que Rab18 es una diana específica de la ruta de señalización intracelular 
mediada por receptores β-adrenérgicos y por los receptores de la insulina.  
Además, nuestros resultados demuestran que el tratamiento con isoproterenol 
o insulina provoca una mayor asociación de Rab18 con la superficie de las gotas 
lipídicas. Estudios previos en adipocitos 3T3-L1 y en otras líneas celulares no 
adipocitarias que forman gotas lipídicas (Martin et al., 2005; Ozeki et al., 2005), 
mostraron que tanto el tratamiento con isoproterenol (Martin et al., 2005) como la 
sobreexpresión de Rab18 (Ozeki et al., 2005) inducen el reclutamiento de la GTPasa 
hacia la superficie de estos orgánulos intracelulares. En el presente trabajo, 
confirmamos que el tratamiento con isoproterenol incrementa la cantidad de 
inmunoreactividad de Rab18 alrededor de las gotas lipídicas. Además, hemos ampliado 
los estudios previos demostrando que este efecto es dependiente de la activación de 
la proteína AC, que aumenta los niveles de AMPc, así como de la actividad de PKA, que 
fosforila la enzima HSL y la perilipina A (Carmen y Victor, 2006). Como se ha 
mencionado anteriormente, AC y PKA son dos componentes clave en el aumento de la 
actividad lipolítica mediada por los receptores β-adrenergicos (Carmen y Victor, 2006), 
por lo que nuestros resultados indican que la translocación de Rab18 hacia la 
superficie de las gotas lipídicas inducida por el isoproterenol depende directamente de 
la ruta de señalización canónica de estos receptores. Además, el análisis de la 
localización intracelular de Rab18 mediante fraccionamiento subcelular confirmó los 
resultados anteriores, ya que el tratamiento con isoproterenol aumenta la 
inmunoreactividad de Rab18 asociada a la fracción enriquecida en gotas lipídicas. No 
obstante, esta aproximación metodológica también mostró que el tratamiento con 
isoproterenol también incrementa la asociación de Rab18 con la fracción enriquecida 
en membranas celulares, donde, entre otras, precipitan las membranas del retículo 
endoplasmático. Estos resultados, junto con los obtenidos en otros estudios que 






como retículo endoplasmático, endosomas, vesículas de transporte entre Golgi-RE y 
gránulos de secreción (Dejgaard et al., 2008; Leung et al., 2007; Lutcke et al., 1994; 
Ozeki et al., 2005; Vazquez-Martinez et al., 2007), sugieren que en adipocitos esta 
GTPasa puede desempeñar funciones relacionadas con la reorganización de otros 
orgánulos intracelulares diferentes a las gotas lipídicas. 
 
Asimismo, en este trabajo hemos demostrado que el tratamiento con insulina 
también provoca la translocación de Rab18 hacia la superficie de las gotas lipídicas, 
efecto incluso más potente que el inducido por el isoproterenol. En este caso, la 
asociación de Rab18 a la superficie de gotas lipídicas depende de la activación de la 
proteína fosfatidil-inositol 3-quinasa (PI3K), principal mediador de las acciones 
metabólicas de la insulina en adipocitos (Kanzaki, 2006). Estos resultados indican que 
Rab18 también actúa como efector downstream de la proteína PI3K. Así pues, estos 
datos muestran por primera vez la translocación de Rab18 hacia la superficie de las 
gotas lipídicas inducida por insulina y, junto con los resultados de isoproterenol, 
indican que esta GTPasa es un punto regulador común de los procesos de lipólisis y 
lipogénesis. 
 
En estudios previos se ha propuesto que el retículo endoplasmático juega un 
papel importante en la homeostasis lipídica ya que actúa como compartimento de 
tránsito de productos del metabolismo lipídico (Zehmer et al., 2009b). Así, durante la 
lipólisis los productos derivados de la hidrólisis de triglicéridos (glicerol y ácidos grasos) 
son transportados hasta el lumen del retículo endoplasmático como resultado del 
acercamiento y contacto directo de la monocapa fosfolípidica de las gotas lipídicas y la 
membrana del retículo endoplasmático, lo que provoca, el vaciado de los lípidos 
acumulados en las gotas lipídicas y, como consecuencia, su regresión (Zehmer et al., 
2009b). Por otra parte, cuando el mantenimiento de la homeostasis lipídica exige la 
acumulación de ácidos grasos mediante lipogénesis de novo, los ácidos grasos son 
recogidos por proteínas de unión a ácidos grasos citosólicos y son transportados al 
lumen del retículo endoplasmático para su posterior procesamiento hacia triglicéridos 






lipídicas por un proceso que, aunque aún no se conoce muy bien, parece depender de 
la interacción de la superficie de gotas lipídicas con zonas especializadas del retículo 
endoplasmático (Fujimoto et al., 2008; Guo et al., 2009; Walther y Farese, 2009). En 
este sentido, nuestros resultados muestran un aumento en el índice de colocalización 
de Rab18 y marcadores del retículo endoplasmático en respuesta a agentes lipolíticos 
(isoproterenol) y lipogénicos (insulina) que, junto con la función general asignada a las 
proteínas GTPasas Rab en el control del tráfico intracelular de membranas (Zerial y 
McBride, 2001), sugieren que Rab18 puede mediar el acercamiento de las superficie de 
las gotas con la membrana del retículo endoplasmático, facilitando así la carga y 
descarga de las gotas lipídicas de acuerdo con las necesidades metabólicas del 
adipocito. En este escenario, no podemos descartar la posibilidad de que el 
incremento de colocalización entre Rab18 y los marcadores del retículo inducido por 
isoproterenol e insulina se deba a la asociación directa de esta GTPasa con las 
membranas de este compartimento, sobre todo tras el tratamiento con isoproterenol, 
ya que los resultados obtenidos a partir de fraccionamientos subcelulares muestran  
que este agente lipolítico induce la asociación de Rab18 con compartimentos de 
membrana que incluyen las derivadas del retículo endoplasmático. Sin embargo, la 
insulina no provoca tal efecto, por lo que el incremento de la colocalización de Rab18 y 
los marcadores del retículo observado tras este tratamiento refleja, de hecho, el 
acercamiento de la superficie de las gotas lipídicas hacia zonas específicas del retículo 
endoplasmático. Esta idea también está apoyada por el aumento de colocalización 
inducido por isoporterenol e insulina entre Rab18 y perilipina A, proteína que 
constitutivamente está asociada a la superficie de las gotas lipídicas 
independientemente del estado del metabolismo lipídico del adipocito (Wolins et al., 
2006a).  
 
Nuestros resultados funcionales también sustentan la hipótesis de la 
participación de Rab18 en el metabolismo lipídico, lo que podría derivarse de la 
asociación de las gotas lipídicas que presentan Rab18 en su superficie y las membranas 
del retículo endoplasmático. En este trabajo, hemos demostrado que en adipocitos 






células transfectadas con GFP, tanto en condiciones basales como tras la 
administración de isoproterenol e insulina, lo que sugiere que esta proteína promueve 
el almacenamiento de los lípidos en las gotas lipídicas y/o los procesos de fusión de las 
mismas. Este efecto fue especialmente dramático en presencia de insulina, lo que 
puede ser resultado del efecto combinado de la insulina sobre las gotas lipídicas y el 
aumento del tamaño de las gotas lipídicas inducido por la sobreexpresión de Rab18. 
De manera sorprendente, la sobreexpresión de Rab18 indujo aumentos en lipólisis y 
lipogénesis basales e impidió que las células aumentaran la actividad lipolítica o 
lipogénica en respuesta a forskolina o insulina, respectivamente. Por otra parte, el 
silenciamiento de Rab18 no afectó a los niveles basales de lipólisis o lipogénesis, pero 
bloqueó los efectos estimuladores de la forskolina y de la insulina. En vista de estos 
datos, cabe proponer que Rab18 o el acercamiento de las gotas lipídicas a las 
membranas del retículo endoplasmático mediado por Rab18 debe afectar de alguna 
manera la maquinaria bioquímica responsable de la hidrólisis y la síntesis de 
triglicéridos. En general, las proteínas Rab cumplen sus respectivas funciones celulares 
mediante la activación de efectores downstream que son en realidad los que afectan la 
maquinaria molecular de un proceso determinado (Grosshans et al., 2006). Por 
ejemplo, Rab27A, que está presente en los gránulos de secreción de una gran variedad 
de células secretoras, participa en el control del tráfico de estos orgánulos a través de 
su interacción con proteínas de interacción con Rab27A que son dependientes del tipo 
celular o del tejido en cuestión (Fukuda, 2006). Hasta la fecha, se han identificado un 
total de 11 efectores de Rab27A diferentes en humanos y ratones, cada uno de los 
cuales produce un efecto distinto en el proceso de anclaje/fusión de los gránulos de 
secreción. En particular, cuando Rab27A recluta la proteína Slp4-a, las células 
disminuyen dramáticamente su tasa de secreción hormonal (Tsuboi y Fukuda, 2006), 
mientras que cuando Rab27A se une a rabphilin, la actividad secretora aumenta 
considerablemente (Tsuboi y Fukuda, 2005).  
Así pues, podría ocurrir que, dependiendo de la señal extracelular que alcance 
los adipocitos (i.e. catecolaminas o insulina), Rab18 podría reclutar y activar diferentes 
efectores que iniciaran bien las reacciones bioquímicas que conducen a la hidrólisis de 






por catecolaminas, Rab18 podría reclutar efectores específicos que promuevan la 
actividad o accesibilidad de las lipasas al contenido de las gotas lipídicas, facilitando así 
la hidrólisis de triglicéridos. Por otro lado, tras la estimulación de la lipogénesis 
inducida por insulina, Rab18 se asociaría a efectores específicos para la activación de 
acil-transferasas, lo que conllevaría un aumento de la síntesis de triglicéridos. Este 
punto de vista está de acuerdo con dos observaciones importantes acerca de las gotas 
lipídicas: i) en su superficie se ha descubierto la presencia de enzimas anabólicas y 
catabólicas y ii) se ha demostrado la existencia de subpoblaciones de gotas lipídicas 
diferentes que, dependiendo de la composición proteica de su cubierta, están 
especializadas en síntesis o hidrólisis de triglicéridos (Ducharme y Bickel, 2008) 
Desgraciadamente, aún se desconocen los efectores específicos que interaccionan con 
Rab18 en adipocitos. En estos momentos, nuestro laboratorio está llevando a cabo 
experimentos de Yeast-Two-Hybrid para identificar y caracterizar las proteínas que 
interaccionan con esta GTPasa en adipocitos en condiciones basales y tras la 
estimulación de la lipólisis o la lipogénesis, lo que ayudaría a comprender mejor la 
función de Rab18 en el tejido adiposo y su relación con el metabolismo lipídico.  
En resumen, nuestros datos apoyan la idea de que Rab18 actúa como un 
regulador intracelular del estado del metabolismo lipídico de los adipocitos y, por 
tanto, esta GTPasa representa un factor novedoso a tener muy en cuenta a la hora de 
investigar las consecuencias patológicas de desequilibrios en la homeostasis lipídica del 
organismo, como las que conlleva la obesidad. 
 
5.3. Rab18 en humanos. 
Para estudiar la contribución de Rab18 en patologías del metabolismo lipídico 
en humanos, iniciamos el análisis de la expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral y 
subcutáneo de pacientes con distintas condiciones metabólicas: pacientes delgados, 
obesos normoglucémicos, obesos con resistencia a insulina y obesos con diabetes 
mellitus de tipo II. En primer lugar, comprobamos que la distribución intracelular de la 
GTPasa en adipocitos maduros de pacientes delgados es similar que en adipocitos 






como de las de menor tamaño. Estos resultados muestran por primera vez la 
localización subcelular de Rab18 en adipocitos humanos, lo que sugiere que, al igual 
que en ratas y ratones, esta GTPasa también podría participar en la regulación del 
metabolismo lipídico en humanos. En concreto, y al contrario que lo observado en 
modelos de obesidad murinos, la expresión de Rab18 en tejido adiposo visceral en 
humanos se encuentra disminuida en condiciones de obesidad tanto en hombres 
como en mujeres, aunque sólo en este último grupo las diferencias observadas fueron 
estadísticamente significativas. En cambio, en tejido adiposo subcutáneo, no se 
encontraron diferencias significativas con respecto a los individuos delgados. Estos 
resultados, opuestos a los obtenidos en modelos murinos, podrían surgir de 
diferencias inter-especies, como se ha demostrado que ocurre con otros genes 
expresados en el tejido adiposo (Gesta et al., 2006). Por ejemplo, la leptina presenta 
un mayor nivel de expresión en tejido subcutáneo de humano que en tejido visceral, 
mientras que en ratones es mayor en tejido visceral; el receptor de α2-adrenérgicos se 
expresa en el tejido adiposo humano pero no en el de ratón; los receptores de β3-
adrenérgicos son ampliamente expresados en tejido adiposo de ratón, mientras que 
en humanos su expresión es muy baja, etc (Gesta et al., 2006). En cuanto a la 
expresión de Rab18 en condiciones de obesidad, las diferencias inter-especies podrían 
ser responsables de la expresión diferencial de proteínas efectoras de la GTPasa. En 
estudios futuros aislaremos el interactoma de Rab18 en el tejido adiposo de humanos 
y lo compararemos con el iniciado ya usando el tejido adiposo de ratones, para 
caracterizar y comparar las proteínas de interacción con la GTPasa en ambas especies.  
 
Por otra parte, el comportamiento diferente de los depósitos de tejido adiposo 
visceral y subcutáneo en humanos en cuanto a las variaciones en la expresión de 
Rab18 puede explicarse sobre base de sus propiedades bioquímicas específicas 
(Montague et al., 1998). Estas diferencias entre tejido adiposo visceral y subcutáneo 
conllevan que dichos tejidos estén implicados de forma desigual en el desarrollo de 
enfermedades como diabetes, aterosclerosis, hipertensión y síndrome metabólico, 
siendo el tejido adiposo visceral particularmente importante en el desarrollo de dichas 






diferencialmente en ambos tipos de tejido destacan genes implicados en la lipólisis y 
metabolismo lipídico y genes implicados en la diferenciación y desarrollo (Tchkonia et 
al., 2007). Por ejemplo, como se ha mencionado anteriormente las catecolaminas 
estimulan la actividad lipolítica a través de los receptores β-adrenérgicos. Sin embargo, 
las catecolaminas también presentan un efecto anti-lipolítico cuando activan los 
receptores α2-adrenérgicos. Como hemos mencionado anteriormente, los primeros 
actúan a través de AC/AMPc/PKA, lo que induce la fosforilación de HSL y con ello la 
hidrólisis de triglicéridos (Carmen y Victor, 2006). Sin embargo, cuando se estimulan 
los receptores α2-adrenérgicos, se inactiva esta ruta de señalización y como 
consecuencia, la actividad lipolítica celular disminuye. Se ha descrito que la respuesta 
lipolítica a catecolaminas es muy baja en tejido adiposo subcutáneo en comparación 
con la observada en tejido adiposo visceral (Arner, 1995; Bays et al., 2008), lo que se 
ha relacionado con una mayor actividad anti-lipolítica mediada por los receptores α2-
adrenérgicos, un descenso en la respuesta de receptores β-adrenérgicos o un descenso 
en la expresión o función de la HSL o de las proteínas que interaccionan con dicha 
enzima, como la perilipina A (Rodriguez et al., 2007). Por otro lado, la insulina 
disminuye la actividad lipolítica celular, inhibiendo la salida de ácidos grasos al torrente 
sanguíneo e incrementando el almacenamiento de grasas al esterificarlos y 
transformarlos en triglicéridos. Esta acción se lleva a cabo gracias de la actividad de la 
ruta de señalización PI3K/Akt que activa la proteína fosfodiestera 3B (PD3B) que, a su 
vez, cataliza la degradación de AMPc a AMP 5´. Esto conlleva la inactivación de la PKA y 
la inhibición de la actividad de HSL. El tejido adiposo subcutáneo es más sensible al 
efecto anti-lipolítico de la insulina que el visceral, encontrándose diferencias entre 
ambos depósitos tanto a nivel de la expresión del receptor de insulina como al de la 
ruta de señalización intracelular activada (Rodriguez et al., 2007). Por lo tanto, las 
diferencias observadas en la variación de la expresión de Rab18 dependiente de la 
obesidad en los depósitos subcutáneo y visceral en humanos pueden originarse por el 
hecho de que en obesos el tejido adiposo visceral esté más afectado por los 
desórdenes metabólicos que ocurren durante la obesidad. Sin embargo, el tejido 







Por otra parte, se observaron diferencias de expresión de Rab18 debidas al 
sexo, las cuales fueron más marcadas en tejido subcutáneo. Se han encontrado 
diferencias en la expresión génica en tejido adiposo en hombres y mujeres, muchas de 
las cuales se deben a una distribución de dicho tejido distinta en hombres y mujeres, 
acumulándose mayor cantidad de tejido subcutáneo en mujeres y más visceral en 
hombres (Shi et al., 2009; Tchkonia et al., 2007). Así, por ejemplo, la expresión de 
resistina es considerablemente mayor en tejido adiposo de hombres que en mujeres 
(Klaus y Keijer, 2004), mientras que la de leptina es mayor en mujeres (Shi y Clegg, 
2009). Asimismo, los hombres son más sensibles a la acción de la insulina (Shi et al., 
2009). Además, también hay una regulación diferencial del metabolismo lipídico en 
adipocitos mediado por las hormonas sexuales (Shi et al., 2009). Todo ello contribuye a 
la existencia de diferencias en la expresión de receptores en tejido adiposo de mujeres 
y hombres así como de efectores y, por tanto, en el procesamiento de rutas de 
señalización intracelular que contribuyen a que el tejido se comporte de manera 
distinta (Tchkonia et al., 2007). Así, todo ello puede provocar que se cree un 
“microambiente” en tejido adiposo que sea el responsable de que el tejido adiposo 
subcutáneo de hombres y mujeres presenten una expresión diferencial de Rab18. 
 
En resumen, nuestros resultados muestran que, en humanos, la tasa de 
expresión de Rab18 en el tejido adiposo se modifica en condiciones extremas que 
alteran la homeostasis lipídica del organismo, por lo que un conocimiento profundo de 
esta GTPasa en relación con las patologías del metabolismo lipídico en humanos puede 
ser importante para abrir nuevas vías de intervención terapéutica desde un punto de 
vista estrictamente celular.  











   
  






1.- La proteína GTPasa de bajo peso molecular Rab18 se expresa en adipocitos del 
tejido adiposo de roedores y de humanos, donde presenta una localización subcelular 
específica en asociación con la superficie de las gotas lipídicas. 
 
2.- El nivel de expresión de Rab18 en el tejido adiposo se modifica en respuesta a 
cambios en la homeostasis lipídica (obesidad y ayuno), lo que sugiere que esta GTPasa 
participa en la regulación del metabolismo lipídico en condiciones (pato)-fisiológicas.  
 
3.- El nivel de expresión de Rab18 en el tejido adiposo aumenta durante el desarrollo 
postnatal de rata y durante la diferenciación de células 3T3-L1 a adipocitos, lo que 
sugiere que esta proteína juega un papel en la adquisición del compromiso de 
diferenciación adipocitaria. 
 
4.- La expresión de Rab18 en el tejido adiposo está regulado por la hipófisis, 
presumiblemente a través de la acción directa de la hormona TSH o bien a través de la 
acción de las hormonas tiroideas sobre dicho tejido.  
 
5.- Estimuladores específicos de la lipólisis (isoproterenol) o lipogénesis (insulina) 
inducen aumentos en el nivel de expresión y contenido de Rab18 en adipocitos, así 
como en el grado de asociación de la GTPasa con la superficie de las gotas lipídicas, lo 
que sugiere que en adipocitos Rab18 es un efector común de las rutas de señalización 
intracelular mediadas por la activación de los receptores β-adrenérgicos y de la 
insulina.   
 
6.- La sobreexpresión y el silenciamiento de Rab18 provocan alteraciones importantes 
en las actividades lipolítica y lipogénica de los adipocitos en condiciones basales y tras 
la estimulación de éstos con isoproterenol o insulina, lo que sugiere que esta GTPasa 
puede jugar un papel importante en la reorganización intracelular de las gotas lipídicas 
necesaria para ajustar la actividad celular de los adipocitos a las demandas energéticas 
del organismo. 
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